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In this thesis a new template-controlled fluorogenic peptide linkage was presented. 
Specially modified peptide fragments were enabled to undergo a chemical reaction by 
binding to a template molecule, which resulted in a fluorescent signal. This allowed a 
reaction control in real time. The fluorogenic peptide linkage was successfully 
established using a coiled coil peptide model. Peptide thioesters were modified in such a 
way that a fluorophore was placed in close proximity to the thioester group and the 
acetylated mercapto group acted as fluorescence quencher. These modified thioesters 
can react with N-terminal cysteinyl peptides according to the reaction mechanism of the 
native chemical ligation (NCL) under the formation of an petide bond. The 
fluorescence-quenching mercapto group leaves the peptide thioester as a leaving group, 
resulting in a fluorescent reaction product. Template-controlled execution of this 
fluorogenic native chemical ligation (fNCL) allowed the reaction to be performed at 
very low peptide concentrations. The synthesis of the required fluorogenic thioesters 
was achieved on the one hand by applying a self-purifying thioester synthesis with a 
tandem-protective coupling strategy and on the other hand by using a synthesized 
fluorogenic azide thioester building block which was reacted with an alkine-modified 
peptide.  
In addition to the coiled coil peptides, double-stranded DNA and antibodies were used 
as templates for fNCL. Finally, the fNCL could be used to perform a distance screening. 
A dependence between the reaction rate and the distance between the binding sites in 
the template for two reactive peptide binding partners was shown. By this investigation 
a distance between two binding sites in a template molecule could be determined, which 







In dieser Arbeit wurde eine neue Templat-gesteuerte fluorogene Peptidverknüpfung  
vorgestellt. Speziell modifizierte Peptidfragmente wurden durch die Bindung an ein 
Templatmolekül zu einer chemischen Reaktion befähigt, wodurch ein Fluoreszenzsignal 
erzeugt werden konnte. Dies erlaubte eine Reaktionskontrolle in Echtzeit. Die 
fluorogene Peptidverknüpfung konnte erfolgreich mit einem Coiled-coil Peptid-Model 
etabliert werden. Dabei wurden Peptidthioester derart modifiziert, dass in räumlicher 
Nähe zur Thioestergruppe ein Fluorophor platziert wurde und die acetylierte 
Mercaptogruppe als Fluoreszenzlöscher agierte. Diese modifizierten Thioester können 
nach dem Reaktionsmechanismus der nativen chemischen Peptidverknüpfung (NCL) 
unter der Bildung einer Amidbindung mit N-terminalen Cysteinylpeptiden reagieren. 
Die fluoreszenzlöschende Mercaptogruppe verlässt dabei den Peptidthioester als 
Nukleofug, wodurch ein fluoreszierendes Reaktionsprodukt entsteht. Die Templat-
gesteuerte Durchführung dieser fluorogenen nativen chemischen Peptidverknüpfung 
(fNCL) erlaubte die Reaktionsdurchführung bei sehr geringen Peptidkonzentrationen. 
Die Synthese der benötigten fluorogenen Thioester gelang zum einem durch die 
Anwendung der selbstreinigenden Thioestersynthese mit einer Tandem-Entschützungs-
Kupplungs-Strategie und zum Anderen mit Hilfe eines synthetisierten fluorogenen 
Azid-Thioesterbausteins, welches mit einem Alkin-modifizierten Peptid zur Reaktion 
gebracht wurde. 
Neben Coiled-coil Peptiden, wurden auch doppelsträngige DNA und Antikörper als 
Template für die fNCL eingesetzt. Abschließend konnte die fNCL zur Durchführung 
eines Abstandsscreening angewendet werden. Dabei wurde eine Abhängigkeit zwischen 
der Reaktionsgeschwindigkeit und dem Abstand der Bindungsstellen im Templat für 
zwei reaktive Peptidbindungspartner gezeigt. Durch diese Untersuchung konnte die 
räumliche Abstandsgrenze zwischen zwei Bindungsstellen in einem Templatmolekül 
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Die vollständige Entschlüsselung des Genoms1,2 wurde von einer vielleicht sogar noch 
herausfordernden Aufgabe abgelöst: Die Charakterisierung des menschlichen 
Proteoms.3 Das Proteom bezeichnet die Gesamtheit der (exprimierten) Proteine, die 
durch das Genom einer Zelle oder eines Organismus kodiert werden. Im Gegensatz zum 
Genom ist das Proteom eine äußerst dynamische Größe. 
Proteine erfüllen in der Zelle Aufgaben wie u.a. die Regulierung des Zellzyklus4-6, 
Signal-Transduktion7-9, DNA-Replikation10,11 oder Zellproliferation.12,13  
Darüber hinaus sind Proteine als Biomarker messbare Indikatoren für den konkreten 
biologischen Zustand der Zelle sowie die Anwesenheit oder das Stadium einer 
Krankheit.14 So können Biomarker für die Diagnose und die Überwachung der Aktivität 
von Krankheiten verwendet werden. Die Weltgesundheitsorganisation stellte fest, dass 
Millionen von Krebspatienten vom vorzeitigen Tod verschont bleiben könnten, wenn 
eine Früherkennung und effiziente Behandlungsmethoden zur Verfügung stünden.15 
Eine wichtige Anwendung von spezifischen Biomarkern ist die Entdeckung von 
Tumoren16 in einem sehr frühen Stadium, in dem diese noch lokalisiert sind und 
möglicherweise noch keine klinischen Symptome entwickeln konnten.17 Außerdem 
können Biomarker verwendet werden, um den Krebstyp genauer bestimmen zu können. 
Eine personalisierte Therapie ist möglich, wenn eine möglichst genaues Bild über die 
Krebsart sowie seine Individualität bekannt ist, Biomarker wurden dafür schon 
erfolgreich eingesetzt. 
Um die Struktur, Interaktionen und Funktionen aller Proteine in einer Zelle zu 
identifizieren werden unterschiedliche Messmethoden wie zweidimensionale 
Polyacrylamid Gelelektrophorese18-21, Massenspektrometrie22-26, ELISA27, Protein-
Mikroarrays28-32, Antikörper-Mikroassays33-35 und Proteinbioinformatik36,37 genutzt und 
kombiniert. Es wäre wünschenswert eine Technik äquivalent zur DNA-Vervielfältigung 
und Detektion mittels Polymerasekettenreaktion zur Verstärkung von Proteinen 
verwenden zu können. Dafür müssten Techniken entwickelt werden, welche die 
Detektion von einem bis mehreren Millionen Molekülen pro Zelle ermöglichen. 
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Prozesse der Separation und Analyse von Proteinen sind sehr aufwendig für den 
Operator und bleiben weiterhin schwierig zu automatisieren.38,39  
Was ist also ein gutes Diagnosewerkzeug oder eine gute Sonde für die oben 
beschriebenen Biomarker? Ein solches Werkzeug muss ein flexibler, beliebig 
erweiterbarer und empfindlicher Sensor für Proteine als Biomarker sein. Eine solche 
Sonde sollte es ermöglichen, Proteine in aufgeschlossenen Zellen oder gar in der 
lebenden Zelle nachzuweisen, ohne das Proteom dieser Zelle aufwendig auftrennen zu 
müssen. Ein solche „One-Pot“-Lösung würde u.a. Schnelltests oder Live-Cell-Imaging 
ermöglichen. Der Nachweis der Proteine kann hier durch die Erzeugung eines 
Fluoreszenzsignals bei der Anwesenheit des nachzuweisenden Proteins erbracht 
werden. So könnten Nachweiszeiten von Proteinen im Vergleich zu herkömmlichen 
HPLC-MS/MS-Methoden verkürzt werden. Das Entwickeln einer solchen chemischen 





2 Stand der Forschung 
2.1 Proteinmarkierung zur Detektion von 
Zielproteinen 
2.1.1 Proteinnachweis mit Antikörpern 
Die hochspezifische Bindung von Antikörpern an Epitope eines Antigens macht 
Antikörper zu einem unverzichtbaren Werkzeug zum Nachweis von Proteinen. Ein 
Antigen besteht aus unterschiedlichen Epitopen. Diese können durch das Schlüssel-
Schloss-Prinzip sehr spezifisch gebunden werden (Abbildung 1 A). Aufgrund dieser 
Eigenschaft finden Antikörper vielfältige Anwendung bei der Diagnose und Therapie40-
43 von Krankheiten, vielmehr aber noch in der Forschung. Die Technologie zur 
Markierung von Antikörpern mit fluoreszierenden Molekülen oder Enzymen existiert 
seit bereits 70 Jahren und wird fortwährend weiterentwickelt (Abbildung 1 B).44-48 
 
Abbildung 1: A) Vereinfachte Darstellung von Antikörpern und Antigenen. Antikörper können passende 
Antigene hochspezifisch am entsprechenden Epitop binden. B) Biokonjugation zwischen einem 
biologischen Molekül (z. B. Antikörper A) und einer Markierung B mit Hilfe eines 
Biokonjugationsreagenz (Rechteck) oder reaktiven Gruppen wie z. B. Aziden, Alkinen, Isothiocyanaten 
oder Maleinimiden. C) Antikörper-Enzym Konjugate, fluoreszenzmarkierte Antikörper oder Biotin-
markierte Antikörper sind die gebräuchlichsten Konstrukte zum Nachweis von Antigenen in Assays. 
Neben der Proteinimmunoprezipitation49-51, dem Western Blot52,53 (Abbildung 2 B), der 
Immunhistochemie54-56 (Abbildung 2 A) oder der Fluoreszenz-aktivierter Fluss-
Sortierung (FACS, Abbildung 2 C) von Zellen ist der ELISA (Enzyme-Linked 
Immunosorbent Assay) die wohl wichtigste Methode zum Nachweis von Proteinen mit 
Antikörpern. 
Der ELISA ist ein qualitativer und quantitativer Test, welcher Antikörper zur Bindung 
und Bestimmung eines Zielmoleküls verwendet. Zur Bestimmung der Analyten können 
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sowohl monoklonale, als auch polyklonale Antikörper benutzt werden. Bei den 
Analyten handelt es sich meist um Peptide, Proteine, Antikörper oder kleine Moleküle. 
Die hohe Spezifität der Antikörper macht den ELISA so effizient. Die direkte und 
indirekte Verknüpfung eines Enzymtests mit dem Antikörper erlaubt den Nachweis des 
Analyten durch eine Enzym-vermittelte Signalverstärkung. Am häufigsten werden 
Peroxidasen und alkalische Phosphatasen als Enzyme verwendet.  
 
Abbildung 2: A) Immunhistochemische Anfärbung von Geweben mit Hilfe von Antikörpern i) der 
primäre Antikörper bindet am Zielprotein in einer Gewebeprobe. ii) Ein sekundärer Enzym-modifizierter 
Antikörper bindet den primären Antikörper. iii) Die Substratreaktion erzeugt eine unlösliche Färbung an 
der Stelle, wo sich das Zielprotein befindet. B) Western-Blot: Über eine Membran werden die Banden aus 
einem SDS Polyacrylamidgel auf Nitrocelullose übertragen. i) Biotin-markierte primäre Antikörper 
werden auf die Nitrocellulose aufgetragen. ii) Ein Streptavidin-Meerrettichperoxidase-Konjugat bindet 
am Biotin des primären Antikörpers. iii) Das Substrat produziert ein detektierbares Signal. iv) Die 
gewünschte Proteinbande wurde detektiert. C) Aufbau eines FACS-Experiments (Fluoreszenz-aktivierter 
Fluss-Sortierung). 
Methodisch lässt sich der ELISA in den direkten57-59, den indirekten60, den Sandwich61- 
und den Kompetitions- oder Inhibitions-ELISA62 unterteilen. 
Aufgrund der einfachen Handhabung, dem günstigen Preis, der einfachen Detektion, der 
Zugänglichkeit und Spezifität wird der ELISA in der Detektion von z.B. Krebs-
Proteinmarkern, Pathogenen und anderen krankheitsverwandten Proteinen, aber auch in 
der Lebensmittelüberwachung, angewendet. 57,63-67  
Weiterhin kombinieren Fluoreszenz-basierte Immunoassays, wie der FLISA 
(Fluorescence-Linked Immunosorbent Assay) einfache Immunosorbent Assays mit 
Fluoreszenz-Reportern. Anstatt einem enzymatischen Reporter, verwendet der FLISA 
Antikörper-Konjugate mit Fluoreszenzfarbstoffen. Da weniger Antikörper  als im 





Das Detektionslimit liegt hier in einem Bereich von 0.1 ng bis 1 µg mL-1.57,68 Demnach 
ist die Empfindlichkeit des konventionellen ELISA zu gering, um Biomarker in sehr 
geringen Konzentrationen, die bei einigen Krankheiten in frühen Stadien vorkommen, 
nachzuweisen.69,70 Die Tatsache, dass eine frühe Diagnose einer Krankheit helfen kann 
die therapeutische Intervention zu verbessern, fordert eine ultrasensitive 
Detektionsmethode für Biomarker im ELISA.71 Aus den beschriebenen 
kolorimetrischen ELISA ging ein ELISA hervor, welcher mit Hilfe der Fluorometrie 
ausgewertet werden konnte. Diese Fluoreszenz-basierten ELISAs weisen eine viel 
höhere Sensitivität auf.72 
Zur Zeit sind Fluoreszenz-basierte Immunoassays eine der sensitivsten 
Analaysemethoden zur Untersuchung von Biomarkern. Die Kombination von ELISA 
und Fluoreszenzimmunoassay wird als FELISA bezeichnet. In den Vergangenen 
Dekarden wurde der FELISA auf Grundlage des Meerrettich-Peroxidase-basierten 
(HRP) Chemolumineszenzimmunoassay, des alkalische Phosphatase (ALP) 
Chemolumineszenzimmunoassay oder anderen Lumineszenz-Enzym-Immunoassays 
entwickelt. Statt einer sichtbaren Farbreaktion, erzeugt die enzymatische Reaktion ein 
im FELISA ein fluoreszierendes Reaktionsprodukt. Die Verwendung unterschiedlicher 
Enzyme in Kombination mit Edelmetall-Nanopartikeln kann die Empfindlichkeit des 
FELISA stark erhört werden oder Fluoreszenzsignale im sichtbaren Bereich erzeugt 
werden.73,74 Die Entwicklung multiplexer Immunoassays erlaubt die Untersuchung 
mehrerer Analyten zur gleichen Zeit.27 So konnten Szarka zeigen, dass ein paralleler 
Nachweis von 16 Biomarkern problemlos möglich ist.75 
2.1.2 Proteinnachweis durch Fluoreszenzbildgebung 
Die Fluoreszenzbildgebung ist ein unverzichtbares Werkzeug für Untersuchungen in der 
Zell- und Molekularbiologie geworden. Das grüne fluoreszierende Protein (green 
fluorescent protein, GFP) und GFP-artig fluoreszierende Proteine haben die 
Fluoreszenzmikroskopie revolutioniert.76 Die Möglichkeit, Zielproteine (protein of 
intrest, POI) genetisch zu markieren, hilft Forschern heute dabei die subzelluläre 
räumliche Anordnung, den zeitlichen Verlauf und Größenordnungen vieler zellulärer 
Mechanismen zu verstehen. Dabei wurde im Laufe der Zeit nicht nur die Farbpalette 
fluoreszenter Proteine erweitert, um unterschiedliche POIs simultan zu detektieren77,78, 
sondern auch photoaktivierbare fluoreszente Proteine wurden entwickelt, um die 
hochauflösende Fluoreszenzmikroskopie voranzutreiben.79 Dennoch haben 
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autofluoreszente Proteine wie GFP oder mCherry auch Nachteile.80,81 Ihre 
Chromophore bilden sich durch Zyklisierung, Dehydration und schließlich Oxidation 
eines Aminosäuretriplets (Ser-Tyr-Gly in GFP). Daraus ergibt sich eine relativ 
langsame Bildung des Fluorophors (maturation time). Das grün fluoreszierende Protein 
besteht aus einem rigiden und relativ großem (ca. 26 kDa) β-Fass, welches die korrekte 
Anordnung,82 Faltung83 oder die Funktion vieler Proteine behindert. Zusätzlich setzt 
diese die Anwesenheit von Sauerstoff voraus. Die Entstehung von Wasserstoffperoxid 
bei der Bildung des Fluorophors in GFP-artigen Proteinen kann in vivo Experimenten 
zu Problemen führen. Wasserstoffperoxid ist ein bekannter Mediator des 
Zellüberlebens, Wachstums, der Differentiation und der daraus hervorgehenden 
Krankheiten.76,84-87 
Um diese Hürden zu umgehen, wurden Alternativen entwickelt, welche das Prinzip der 
oben beschriebenen Proteinmarkierung beibehalten, aber einen externes Chromophor 
verwenden. Diese Systeme basieren entweder auf der Anwesenheit natürlicher 
Fluorophore in der Zelle oder sind abhängig von synthetischen Fluorophoren im 
Zellkulturmedium.88,89  
Systeme, welche auf der Anwendung endogener Chromophore aus der Zelle basieren, 
sind Abhängig von der Anwesenheit von, Flavinmononukleotid (FMN), Biliverdin oder 
Bilirubin. Systeme die auf der Komplexierung von FMN beruhen, sind typischerweise 
nicht-kovalente Komplexe welche im cyan-grünen Bereich fluoreszieren.90,91 Zur Zeit 
gibt es nur ein Protein, welches Bilirubin als Chromophor bindet.92 Der nicht-kovalente 
Komplex emittiert im grünen Wellenlängenbereich. Eine Vielzahl von Systemen mit 
Biliverdin als Chromophor wurden entwickelt, um im roten und infraroten 
Wellenlängenbereich zu emittieren.93-99 
Sogenannte selbst-markierende Systeme reagieren mit bestimmten Substraten, welche 
einen Aminosäurerest im Fusionsprotein irreversibel markieren. Die bekanntesten 
Systeme sind SNAP-Tag/CLIP-Tag und Halo-Tag. SNAP-Tag ist ein 20 kDa schweres 
Protein, welches sich von O6-Alkylguanin-DNA Alkyltransferase ableitet. Es kann die 
funktionalisierte Benzylgruppe von O6-Benzylguaninderivaten auf ein im aktiven 
Zentrum vorhandenes Cystein übertragen (Abbildung 3 A).100,101 Der CLIP-Tag wurde 
vom SNAP-Tag aus entwickelt um selektiv mit O2-Benzylcytosin-Substraten zu 
reagieren (Abbildung 3 B).102 Der Halo-Tag ist von der bakteriellen Haloalkan-






Abbildung 3: A) Alkylierung des hAGT-Fusionsproteins 1 an der Mercaptogruppe mit einem O6-
Benzylguanin Derivat 2. B) Alkylierung eines hAGT(M60I, Y114E, A121V, K131N, S135D, L153S, 
G157P, E159L)-Fusionsproteins 4 an der Mercaptogruppe mit einem O6-Benzylcytosin Derivat 5. C) 
Alkylierung eines DhaA(H272F)-Fusionsproteins 7 an der Carboxylatgruppe mit einem Chloralkyl 
Derivat 8. 
Die Reaktion von kleinen molekularen Sonden mit minimalen Peptidmarkern umgeht 
den hohen sterischen Anspruch von großen Fusionsproteinen, die Abhängigkeit von 
einer enzymatischen Aktivität und die Anwendung unnatürlicher Aminosäuren. Einer 
der ersten Beispiele dieser Methodik waren FlAsH und ReAsH Organosarsen-
Markern.104,105 Griffin er al. konnten zeigen, dass rekombinante Proteine, welche 
Cystein an den Stellen i, i+1 und i+4 und i+5 einer α-Helix enthielten, mit FlAsH-EDT2 
unter der Entstehung eines Fluoreszenzsignals markiert werden konnten (Abbildung 




Abbildung 4: Andeutung des Mechanismus zur Fluoreszenzmarkierung eines A) exprimierten 
Tetracystein-Proteins mit Flourescein Arsenical Hairpin Binder (FlAsH-EDT2) B) exprimierten 
Tetracystein-Proteins mit Red Fluorescent Arsenical Hairpin Binder (ReAsH-EDT2) und C) einem 
exprimierten Tetraserin-Proteins mit einem Rhodamin-Borsäureesterderivat RhoBo. 
 
Halo et al. präsentierten eine nicht-toxische und redoxunempfindliche Alternative zu 
FlAsH, ReAsH (Abbildung 4 B) und anderen Bisarsenfarbstoffen (Abbildung 4 C).106-
108, Hier wurde ein Fluoreszenzfarbstoff als bis-Borsäureester RhoBo modifiziert. 
RhoBo kann Tretraserin-Sequenzen (14) erkennen und fluoreszierende bis-
Borsäureserinester (15) bilden. Dies sind Beispiele von Fluoreszenz-„Turn-On“-
Sonden. Diese sind den konstanten fluoreszenten Sonden überlegen, da kein 
zusätzlicher Waschschritt eingeführt werden muss, um nicht reagierte oder 
ungebundene Sonden vom POI zu entfernen. 
Die vorstehend beschriebenen Methoden bedürfen der genetischen Modifizierung des 






Sogenannte „Single Site“-Markierungen erlauben die Markierung von nativen Proteinen 
ohne eine genetische Modifikation. Native Proteine bieten die Möglichkeit mit 
entsprechend gestalteten Elektrophilen chemoselektiv zu reagieren. Im allgemeinen Fall 
bevorzugen Elektrophile nicht nur eine funktionelle Gruppe. Um eine selektive 
Markierung an einer gewünschten Stelle eines POI zu erreichen müssen die Elektrophile 
mit dem reaktivsten Rest reagieren können, ohne mit den anderen unreaktiveren Resten 
ein Reaktion einzugehen. Nach diesem Prinzip konnten selektive einfache 
Markierungen an Cysteinen109-115, Tryptophanen116-119, Tyrosinen120-122, 
Methioninen123,124, Histidinen125-127, Amiden des Peptidrückrads128,129, 
Carbonsäureresten130-132, Lysinen133,134 und N-terminalen Aminen135-139 durchgeführt 
werden. 
 
Abbildung 5: A) Die Markierung eines protein of intrest (POI) mit einem Fluorophor (F) mit Hilfe der 
Ligangen-gesteuerten Tosylchemie. B) Die Liganden-gesteuerte Tosylchemie erlaubt die direkte Snythese 
eines biologischen Sensors, welcher die Anwesenheit eines Analyts (A) durch den eine Veränderung des 
Fluoreszenzsignals vom Fluorophor (F). C) Sonde zur Markierung eines POI mit einem Fluorophor F 
durch die Liganden-gesteuerte Acylimidazolchemie. E)-F) Mögliche Sonden zur beschleunigten 
Markierung eines POI nach dem Prinzip der Liganden-gesteuerten Proteinmarkierung. 
Kürzlich wurde eine Methode vorgestellt, die auf der chemischen Reaktion zwischen 
einem Proteinliganden und dem POI beruht. Mit der Liganden-gesteuerten Tosylchemie 
(LDT) konnte die Gruppe um Hamachi eine Methode entwickeln, um endogene 
Proteine regioselektiv mit Fluoreszenzfarbstoffen zu markieren. Damit konnten Proteine 
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in lebenden Zellen markiert werden. Weiterhin gelang so die Synthese biologischer 
Sonden ohne eine genetische Manipulation von Zellen. 
Bei der Liganden-gesteuerten Tosylchemie werden synthetische Proteinliganden (17, 
20, 23-26)verwendet, die aus einem Proteinliganden und einer reaktiven Gruppe 
bestehen (Abbildung 5). Dabei bindet der Proteinligand 17 das POI mit einer hohen 
Affinität, wodurch eine chemische Reaktion der reaktiven Gruppe und den 
Aminosäuren an der Proteinoberfläche durch den Templat-Effekt beschleunigt werden 
(Abbildung 5 A). Die Gestaltung der reaktiven Gruppe als Phenylsulfonatester bewirkt, 
dass das Protein durch eine SN-2 Reaktion markiert werden. Der Proteinligand ist dabei 
das Nukleofug (18). Durch den modularen Aufbau der LDT-Reagenzien lassen sich 
durch die Anwendung unterschiedlicher Liganden verschiedene Proteine (16) parallel 
markieren. Durch die hohe Selektivität der Liganden zu ihren Proteinen und durch die 
Wahl unterschiedlicher Fluoreszenzsonden, sind die Vorraussetzungen für eine 
multiplexe Anwendung gegeben.140 
Die Verwendung von LDT-Verbindungen mit einem eingebauten Fluoreszenzlöscher 
(20) erlauben die Synthese von Biosensoren aus Proteinen (22), indem nach der SN-2 
Reaktion der in der Bindungstasche des POI 16 verbleibt. Bindet nun ein Analyt das 
POI, wird der Fluoreszenzlöscher aus der Bindungstasche verdrängt, wodurch das 
Fluoreszenzsignal der Fluoreszenzmarkierung wieder hergestellt wird (Abbildung 
5 B).141 
Um die Effektivität und die Geschwindigkeit der Markierungsreaktion am POI zu 
verbessern, wurde die Liganden-gesteuerte Acylimidazolchemie (LDAI, vgl. 23) 
angewandt (Abbildung 5 C).142 Die Geschwindigkeitskonstanten der LDT und der LDAI 
bewegen sich im Bereich der CuAAC. Geschwindigkeitskonstanten in der 
Proteinmarkierung, wie in der Tetrazin-Ligation mit Bicyclooktin oder trans-
Cyclookten bzw. in enzymatischen Markierungsmethoden wie SNAP/CLIP-Tag, 
können durch verschiedene Sonden (23-26) erreicht werden (Abbildung 5 D-F).143 
Nicht immer kann garantiert werden, dass ein POI in der Nähe der 
Ligandenbindungsstelle eine reaktive Gruppe bereithält eine allgemeine Anwendbarkeit 
könnte eine Methode versprechen, bei der das Protein zwei Liganden bindet und damit 





2.2 Der Templat-Effekt 
 
 
Abbildung 6: Eine langsame bimolekulare Reaktion mit der Geschwindigkeitskonstante kintermolekular 
(Einheit: M-1 s-1) kann beschleunigt werden, wenn die beiden Reaktanten räumlich zusammengeführt 
werden. In diesem Fall kann eine unimolekulare Reaktion mit der Geschwindigkeitskonstante kintramolekular 
(Einheit: s-1) stattfinden. Die effektive Molarität ergibt sich aus dem Verhältnis von kintramolekular und 
kintermolekular und wird in der Einheit M angegeben. 
In zellulären Systemen liegen tausende von Reaktanten eine Reaktionslösung in sehr 
niedrigen Konzentrationen (nM- bis µM-Bereich) vor. Die Reaktivitäten dieser 
Moleküle werden durch Makromoleküle gesteuert. Diese Makromoleküle agieren als 
Katalysator und können gezielt Reaktanden durch Bindung erhöhen, sodass 
biomolekulare (Abbildung 6) Reaktionen möglich werden. 
2.2.1 Nukleinsäure gesteuerte organische Synthese 
 
Abbildung 7: DNA-gesteuerte organische Reaktionen können durch unterschiedliche Architekturen 
realisiert werden. A) Struktur eines reaktiven Partners in der DNA-gesteuerten organischen Synthese. Der 
Reaktand besteht aus einem Nukleotid, welches über einen Linker mit einer reaktiven Gruppe verknüpft 
ist. B) A+B+A’B’-Architektur, C) A+BA’B’-Architektur (Hairpin) und A+A’-Architektur einer DNA-
gesteuerten Reaktion. A/B und A’/B’ stehen für komplementäre Oligonukleotide, wobei das „+“ die 
getrennten Moleküle andeutet. 
Nukleinsäuren sind ideale Template, die Reaktanden in räumliche Nähe bringen und 
Umsetzungen instruieren (Abbildung 7). Beispielhaft sein Replikation genetischer 
Information, die Transkription von DNA in RNA und die Translation von RNA in 
Proteine genannt. Die ersten In den ersten Versuchen von Nukleinsäure-gesteuerten 
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Synthese mit nichtbiologischen Reaktanten wurde die Knüpfung von 
Phosphodiesterbindungen durch Bindung der Reaktionspartner an ein DNA-Templat 
beschleunigt. 
 
Abbildung 8: A) Struktur eines Dabsyl-Thymidinnukleotid und der Mechanismus der Dabsyl-
Abspaltung. Die Autoligation zweier DNA-Stränge an einer komplementären DNA (WT Target und 
MUT Target) führt zur Abspaltung des Dabsyl-Moleküls, wodurch die Fluoreszenzlöschung des 
Fluorophors aufgehoben wird. B)Die DNA-Sequenzen von WT Taget und MUT Target stammen vom H-
ras Protoonkogen. 
Naylor und Gilham berichteten 1966 als erste von solch einer Reaktion.144 Ein 
Polyadeninsäure ermöglichte die Verknüpfung zweier Thymidinhexadesoxynukleotiden 
(pT6) durch eine Phosphodiesterbindung. Die beiden pT6 konnten an Polyadeninsäure 
binden (vgl. Abbildung 7 B). Das 5’-Phosphat eines pT6 und die 3’-Hydroxygruppe des 
anderen pT6 gelangen so in räumliche Nähe, wodurch sich die effektive Molarität stark 
erhöhte. Durch die Aktivierung des 5’-Phosphats wurde das Reaktionsprodukt 
erhalten.145 
Orgel präsentierte eine Nukleinsäure-gesteuerte Phosphodiesterbildung mit bereits 
aktivierten Nukleinsäuremonomeren (Methylimidazol) und Oligomeren vorstellen.146-148 
Letsinger und Kool stellten die DNA und RNA gesteuerte Phosphothioester- und 
Phosphoselenothioesterbildung vor.149,150 Im Rahmen dieser Arbeit ist die Autoligation 
mit Fluoreszenzlöschung (eine fluorogene DNA-gesteuerte Oligonukleotidverknüpfung) 
hervorzuheben.151 Die Gruppe um Kool konnte die DNA-gesteuerte 
Oligonukleotidverknüpfung durch eine Erhöhung eines Fluoreszenzsignals in Lösung 
und auf fester Phase nachweisen (Abbildung 8 A). Eine Dabsylgruppe an der aktivierten 
5’-Hydroxylgruppe in einem fluoreszenzmarkierten Oligonukleotid (28) wurde als 





Mercaptogruppe vom 3’-Phosphothionat 27 am zweiten Oligonukleotid konnte am 5’-
Kohlenstoff angreifen. Das fluoreszenzlöschende Dabsylmolekül war nun nicht mehr in 
räumlicher Nähe zur Fluoreszenzmarkierung, wodurch ein Anstieg des 
Fluoreszenzsignals nachweisbar war (Abbildung 8 B). Die Reaktion zu 29 wurde durch 
die Anwesenheit einer komplementären DNA-Sequenz als Templat beschleunigt. Die 
Reaktion konnte in Lösung, aber auch auf fester Phase durchgeführt werden. Durch 
diese Methode konnte DNA nachgewiesen werden und Einzelbasenmutationen im 
DNA-Templat identifiziert werden. DNA-gesteuerte Reaktionen werden aktuell häufig 
zur Entdeckung kleiner Wirkstoffmoleküle in kodierten chemischen Bibliotheken 
eingesetzt152 In der DNA-gesteuerten organischen Synthese finden mittlerweile eine 
Vielzahl bioorthogonaler Reaktionen ihre Anwendung.153-165 
 
Abbildung 9: A) Eine A+B+A’B’-Architektur einer DNA-gesteuerten Nitrophenolesterhydrolyse. Ein 
Wirkstoffvorläufer wird durch ein Nukleinsäure-Templat in die räumliche Nähe eines Imidazols gebracht, 
wodurch die Nitrophenolesterhydrolyse eingeleitet wird. B) Überwachung der Nitrophenolesterhydrolyse 
im UV/Vis-Spektrometer in Anwesenheit des Templats und der Imidazolsonde (Quadrat), in Abwesenheit 
des Templats und in Abwesenheit der Imidazolsonde (Raute) und in Abwesenheit des Templats und 
Anwesenheit der Imidazolsonde (Dreieck). 
Die DNA Chip Technologie und die genetische Sequenzierung erlaubten die 
Untersuchung der genetischen Zusammensetzung von kranken Zellen.166,167 Die in 
kranken Zellen einzigartige und überexprimierte Nukleinsäuresequenzen können als 
Templat agieren, um Nukleinsäure modifizierte Prodrugs (Wirkstoffmolekülvorläufer) 
zu aktivieren. So würde ein zytotoxisches Molekül in der kranken Zelle gebildet 
werden, um diese zu töten. Ma et. al168 gelang die erste Nukleinsäure-gesteuerte 
Freisetzung eines Wirkstoffs. Sie konnten zeigen, dass genetische Informationen zur 
sequenzspezifischen Synthese von Wirkstoffen verwendet werden können, um selektiv 
kranke Zellen zu töten.168 Imidazol wurde als Katalysator zur Wirkstofffreigabe 
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verwendet und am 5’-Ende einer RNA-Sequenz geknüpft (31). Am 3’-Ende einer 
weiteren DNA-Sequenz wurde ein p-Nitrophenolester (30) eines Wirkstoffs geknüpft 
(Abbildung 9). Treffen beide Sequenzen auf eine komplementäre DNA-Sequenz 32, 
kann Imidazol die para-Nitrophenolesterspaltung initiieren. Die Reaktion wurde 
kolorimetrisch überwacht (Abbildung 9). Dieses Modellkonzept konnte ebenfalls auf 
eine RNA-gesteuerte (C Loop von E. Coli 5S rRNA) Wirkstofffreigabe durch die 
Zusammenführung von PNA-Fragmenten übertragen werden.169 Die Esterhydrolyse ist 
keine bioorthogonale Reaktion. Esterbindungsspaltungen in Prodrugs finden auch allein 
im Serum mit maximalen Halbwertszeiten von 3 h statt.170 
2.2.2 Peptid-und Proteingesteuerte organische Reaktionen 
Mit der Anwendung von DNA, mit ihrer strickten Watson-Crick-Basenpaarung und der 
daraus resultierenden vorhersehbaren Eigenschaften, als Templat, konnten 
beeindruckende Ergebnisse erzielt werden. Proteine hingegen können sich in 
komplexen Faltungen anordnen, sodass die Raumstruktur nicht einfach vorhergesehen. 
Deshalb ist es schwierig Templat-kontrollierte Reaktionen zu programmieren. Unter 
allen Strukturmotiven von Proteinen, sind Coiled-coil Peptide der DNA als Baustein 
oder Templat wohl am ähnlichsten. Sie können so designt werden, dass Sie zur Bildung 
komplementärer Coiled-coil-Doppelstränge befähigt sind. So ist es möglich, dass auch 
mit Coiled-coil-Peptiden, wie mit DNA, Nanometer große Strukturen aufgebaut 
werden.171-173 
 
Abbildung 10: A) Coiled-Coil-Peptide bestehen aus einem Segment aus sieben Aminosäuren a, b, c, d, e, 
f und g (Heptad-Wiederholung). B) Coiled-coil-Dimere können in einer parallelen oder antiparallelen 
Orientierung aneinander binden. 
Coiled-coil-Peptide besitzen eine definierte amphiphile Struktur, welche aus einer sich 
wiederholenden Sequenz von Hepta-Repeats besteht (Abbildung 10). Die Hepta-
Repeats bestehen aus einer Sequenz von sieben Aminosäuren (abcdefg)n. Die erste (a) 





zwei α-Helices durch hydrophobe Wechselwirkungen aneinander binden und eine 
Doppelhelix ausbilden. Die Aminosäuren a und d stellen den hydrophoben Kern dieser 
Doppelhelix dar. Die Bindung zweier α-Helices wird durch entgegengesetzt geladene 
Amininosäuren an den Position e und g durch elektrostatische Wechselwirkungen 
verstärkt (Abbildung 10). Zwei oder mehr komplementäre α-Helices können eine in sich 
verdrehte linksgängige Supercpoil-Stuktur mit einem Neigungswinkel von 20° 
bilden.174 Laut Francis Crick besteht die Oberfläche von α-Helices aus sogenannten 
Erhebungen und Vertiefungen. Dabei zeigt die Peptidkette einer α-Helices eine Drehung 
alle 3.5-3.6 Aminosäuren auf.175-177  
Die Peptide (EIAALEK)n und (KIAALKE)n, auch als En und Kn bezeichnet, bilden die 
Grundlage vieler Modellsysteme und folgen der eben angesprochenen Heptad-Sequenz 
(abcdefg)n. Diese Peptidpaare (bei unterschiedlichen n) wurden in der Gruppe um 
Hodges designt. So wurde gezeigt, dass Peptide (EIAALEK)3 (E3) und (KIAALKE)3 
(K3) mit einer Dissoziationskonstante von KD=70 nM.
178 
 
Abbildung 11: Das Peptid-Templat 30 beschleunigt die native chemische Peptidverknüpfung von 31 und 
32. Peptid 30 ist ein selbstreplizierendes Peptid. 
Heute sind α-helicale Coiled-coils oft der Startpunkt um neue synthetisch-biologische 
Systeme durch das Zusammenfügen von Nanometer großen Strukturen aus 
programmierten Peptidbausteinen zu entwickeln. Diese Peptidbausteine können genutzt 
werden um komplexere 2D- oder 3D-Strukturen aufzubauen, wie es heute schon mit 
DNA möglich ist.179-181 Die Regeln, welche die Struktur, den Oligomerisationsgrad und 
die Spezifität zum Oligomerisationspartner bestimmen, sind für α-helicale Coiled-coils 
weiter entwickelt als in anderen Faltmotiven von Proteinen.182-185 Heutzutage können 
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durch Algorithmen Coiled-Coil-Peptidketten gefunden werden, die gezielt gewünschte 
dreidimensionale Formen annehmen (Coiled-coil-Peptid-Origami).171,186 Solche de novo 
designte Strukturen können auf Änderungen im pH-Wert der Umgebung reagieren und 
dadurch z. B. Wirkstoffe aus Liposomen freizulassen.187 Weiterhin können sie ihre 
Struktur durch die Bindung von Metallionen verändern.188 
Templat 30 folgt ebenfalls dem oben genannten Strukturmotiv (Abbildung 11). Die 32-
mer α-Helix 30 ist Teil der Sequenz der Leucin-Zipper-Domäne im Hefe-
Transkriptionsfaktor GCN4.189 Das Experiment von Ghadiri bildet die Basis der 
Ligationsversuche mit Coiled-coil-Peptiden. Die Positionen a und a‘ wurden hier mit 
Valin besetzt, Position d und d‘ entsprechend mit Leucin. Positionen g, g‘, e und e‘ 
waren alternierend mit Lysin und Glutaminsäure besetzt. Die Peptide 31 und 32 stellen 
Fragmente des Templats 30 dar. Dabei war 31 ein Benzyl-Thioester (elektrophiles 
Fragment) und 32 ein N-terminales Cysteinylpeptid (nukleophiles Fragment). Diese 
beiden Peptide können entsprechend des Prinzips der Doppelhelix miteinander 
wechselwirken. Der Thioester und das N-terminale Cysteinylpeptid können nun nach 
dem Mechanismus der NCL ihr natives Verknüpfungsprodukt 78 bilden. Besonders 
hierbei war, dass das Verknüpfungsprodukt 30 wieder als Templat für die Reaktion zur 
Verfügung stand. Folglich handelt es sich hierbei um eine autokatalytische Reaktion, 
die in Anwesenheit des Templats um einen Faktor von 500 beschleunigt werden 
konnte.190 Das allgemeine Strukturmotiv dieser α-Helices bietet die Möglichkeit auch 
Sequenzen zu konstruieren, welche nicht in der Natur vorkommen.191 Dabei können in 
entsprechenden Templat-gesteuerten Ligationsexperimenten Beschleunigungsfaktoren 
von bis zu 4100 erreicht werden.192 Da die Bildung eines Ligationsprodukts bei geringer 
Reaktanten-Konzentration die Anwesenheit eines Templats anzeigen kann, wird dieses 
Reaktionsprinzip auch für den Nachweis von Proteinen verwendet. So können Sonden 
konstruiert werden, welche die Anwesenheit, den Ort oder die Funktion von Proteinen 






Abbildung 12: A) Prinzip zur Markierung des exprimierten (EIAALEK)3-Prostaglandin E2 EP3β Subtyp 
EYFP mit Tetramethylrhodamin-(KIAALKE)3.194 B) Mechanismus eines exprimierten Cys-(EIAALEK)3-
Proteins mit einer Fluorophor-tragenden (KIAALKE)n-Sonde. Der Fluorophor wird durch einen Acyl-
Transfer auf das Protein übertragen.195 
In Abschnitt 2.1.1 wurde bereits die Markierung von Proteinen besprochen und wie 
diese die mikroskopische Bildgebung von Proteinlokalisationen und Proteinfunktionen 
in lebenden Zellen ermöglicht. Dabei spielt die Größe der Markierung eine enorm 
wichtige Rolle. Matsuzaki et al.  konnten mit Hilfe der fluoreszenzmarkierten K3- und 
K4-Peptide (21 und 28 Aminosäuren, (Abbildung 12 A) EP3β-Rezeptoren, die um eine 
E3-Sequenz verlängert wurden, nicht-kovalent markieren und unter dem 
Fluoreszenzmikroskop sichtbar machen.194 Reinhardt et al entwickelten eine äußerst 
kleine Proteinmarkierung (< 23 Aminosäuren, Abbildung 12 B), welche die 
Dimerisierung von Coiled-coil-Peptiden nutzt, um die Übertragung eines 
Fluoreszenzfarbstoffes zu ermöglichen. Dies gelang, indem ein Coil-Peptidthioester auf 
ein Cystein-E3-modifiziertes G-Protein gekoppelten Rezeptor in lebenden Zellen 
gegeben wurde.195,196 Ein Zielprotein (33) wird mit der Peptidsequenz Cys-E3 
koexpremiert. Die fluoreszente Kn-Thioestersonde 34 bindet die E3-Domäne von 33. 
Durch die induzierte Erhöhung der effektiven Konzentration findet ein 
Thioesteraustausch zwischen 33 und 34 statt, wodurch der neue Thioester 35 entsteht. 
Anschließend wird durch eine S→N-Acyl-Umlagerung der übertragene Fluorophor 
irreversibel am Zielprotein (37) gebunden. 
Um Proteine mit Hilfe des Templat-Effekts nachzuweisen, wird auf die Strategie der 
Ligandenbindung zurückgegriffen. Voraussetzung hierfür ist, dass das nachzuweisende 
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Protein zwei räumlich benachbarte Bindungsstellen aufweist. Zwei chemisch 
modifizierte Binder können diese benachbarten Bindungstellen aufgrund ihrer Affinität 
binden. Die chemischen Modifikationen der beiden Binder ermöglichen nun durch die 
erhöhte lokale Konzentration eine chemische Reaktion, welche ein Signal generiert. 
Winssinger et al. gelang dadurch der Nachweis von Acetyl-CoA-Carboxylase in Zellen 
durch Ligandenbindung (Abbildung 13). Als Ligand wurde Biotin verwendet. In einem 
Modellsystem fand Steptavidin, als Templat Anwendung. Ein Biotin-Ligand wurde mit 
einem Ruthenium-Komplex modifiziert (38) und ein anderer entsprechend mit einem 
fluoreszenz-gelöschtem Rhodamin-Farbstoff (39).197 Binden nun beide Liganden am 
Streptavidin, reduziert der Ruthenium-Komplex das benachbarte Phenyl-Azid-Derivat 
zum entsprechenden Anilin-Derivat. Das freie Elektronenpaar am Stickstoff induziert 
eine konzertierte Umlagerung, wodurch das Rhodamin-Carbamat eliminiert (40). 
Dadurch gewinnt das vorher Fluoreszenz-gelöschte Rhodamin seine 
Fluoreszenzeigenschaften wieder zurück. Das entstehende Fluoreszenzsignal kann in 
Echtzeit ausgelesen werden. So kann die Reaktion einfach nachverfolgt werden. Dabei 
konnte die Reaktionsgeschwindigkeit durch die Anwesenheit des Templats um den 
Faktor 30 gesteigert werden. Weiterhin zeigt die nicht Templat-gesteuerte Reaktion 
einen geringen Hintergrund, sodass durch die Bindung der beiden Liganden das Protein 
Acetyl-CoA-Carboxylase in lebenden Zellen nachgewiesen werden konnte.  
 
Abbildung 13: A) Die Bindung der Liganden an Streptavidin bringt beide Binder 38 und 39 in räumliche 
Nähe zueinander. Binder 38 ist mit einem Ruthenium-Komplex modifiziert. Binder 39 ist mit einem 
Fluoreszenz-gelöschtem Rhodamin-Farbstoff modifiziert. Durch die Annäherung der beiden Liganden 
kommt es zu einer photoinduzierten Reduktion des Azids, gefolgt von der Freisetzung des fluoreszenten 
Rhodamin-Farbstoffs. B) Fluoreszenzbildgebung in BT474 Zellen. 
Die KIX-Domäne von CBP (CREB bindendes Protein) enthält verschiedene 
Bindungsstellen für unterschiedliche Binder (Abbildung 14). Diese KIX-Domäne kann 





befinden sich die Bindungsstellen zweier Peptide direkt in räumlicher Nähe. Es handelt 
sich dabei um ein Peptidfragment von CREB 41 (cAMP response-element binding 
protein) und einem Peptidfragment der KIX-bindenden Domäne von MLL 42 (mixed-
lineage leukemia).198 
 
Abbildung 14: Die chemische Verknüpfung von 41 und 42 wird durch die Anwesenheit der KIX-
Domäne beschleunigt. 
Dabei wurde CREB N-terminal mit verschiedenen Elektrophilen modifiziert. Als 
Elektrophile wurden Maleinimid, ein Enon und Chloracetamid verwendet. Die Reaktion 
zwischen beiden Peptidfragmenten verlief je nach pH-Wert nur mit geringen Ausbeuten 
bzw. lief gar nicht ab. Durch Erhöhung des pH-Wertes konnten die Ausbeuten 
verbessert werden. Für das Chloracetamid konnten Geschwindigkeitserhöhungen der 
Reaktion in Anwesenheit des Templats von 250 bis 670 beobachtet werden. Die Enone 
hingegen zeigten keine nennenswerten Beschleunigungsraten der 
Reaktionsgeschwindigkeiten. Herauszuheben sei die Beschleunigung der Reaktion für 
E = Maleinimid (Abbildung 14, Beschleunigungsfaktor von 6200). Diese 




2.2.3 Protein-gesteuerte Fragmentverknüpfung in der 
Wirkstoffforschung 
 
Abbildung 15: A) Klassischer Ansatz in der Wirkstoffforschung. Große chemische Bibliotheken von 
potentiellen Wirkstoffmolekülen werden mit Hilfe eines Bioassays auf eine Wechselwirkung mit einem 
Zielprotein gescreent. B) In der Templat-gesteuerten Fragmentverknüpfung werden kleinere Anzahlen an 
reaktiven Verbindungen mit einem Molekulargewicht < 250 Da verwendet. Die Verknüpfung der 
Fragmente am Protein erlaubt die Synthese und Identifikation bioaktiver Fragmentverknüpfungen zur 
gleichen Zeit.199 
Die Protein-gesteuerte Fragmentverknüpfung ist ein Konzept in der Wirkstoffforschung. 
Protein-gesteuerte Fragmentverknüpfungen sind chemische Reaktionen zwischen 
kleinen Molekülen (Fragmente), welche eine Proteinoberfläche (Templat) binden 
können, um ein Proteinliganden mit einer erhöhten Bindungsaffinität zu bilden 
(Abbildung 15). Die molekulare Erkennung der Proteine von kleinen reaktiven 
Fragmenten wird ausgenutzt, um bioaktive Fragmente zu identifizieren und um einen 
stark bindenden Liganden zu bilden. Die klassische chemische Synthese von einem 
Wirkstoff mit der anschließenden Vermessung in einem Bioassay kann so in einem 
Schritt zusammengefasst werden.200,201 Das Templat agiert hier nicht als Katalysator. 
Die Kombination von chemischer Synthese und Bioassay kann Zeit, Geld, Energie und 
chemische Ressourcen sparen. So reichen schon kleine Bibliotheken mit einigen 
hundert bis tausend reaktiven Fragmenten aus, um große Anzahlen von potentiellen 
Fragmentkombinationen oder Fragment-Verknüpfungsprodukten zu testen. Zur 
Verknüpfung beider Fragmente finden bioorthogonale Reaktionen ihre Anwendung. 
Das Repertoire von Protein-gesteuerten, chemoselektiven Fragmentverknüpfungen ist 
bereits enorm groß.202-217 Dabei wird eine Verknüpfung zwischen den reaktiven 
Fragmenten bevorzugt, welche die Bindung zum Protein unterstützt oder diese nicht 





Verknüpfungen als prominenteste Vertreter solcher Fagmentverknüpfungen 
hervorheben.200 Zur Identifikation der Verknüpfungsprodukte werden analytische 
Methoden wie LC-MS, NMR-Spektroskopie und Röntgen-Kristallographie angewendet. 
Hierbei heben sich unterschiedliche Bioassays als besonders mächtiges Analyse-
Werkzeug hervor. 
 
Abbildung 16: Protein-gesteuerte Verknüpfung eines Dipeptidsäure-Fragments mit 4-
Aminomethylbenzamidin in Anwesenheit von Faktor Xa. 
Jaegle et al. beschrieben die ersten Beispiele einer Proteintemplat-gesteuerten Bildung 
einer Peptidbindung ohne Hintergrundreaktion (Abbildung 16).217 Hierfür wurden 13 
unterschiedliche Carboxylsäurederivate 44X und 4-Aminomethylbenzamidin 45 als 
reaktive Fragmente in Anwesenheit des Proteins Faktor Xa zu einem 
Verknüpfungsprodukt 46 verbunden. Die Inhibition von Faktor Xa durch 46 wurde mit 
Hilfe eines Enzym-Aktivitäts-Assays überwacht. Ein Templat-Effekt konnte lediglich 
mit Phenolester (44X, X=Phenol) und Trifluorethylesterfragmenten (44X, 
X=Trifluorethanol) beobachtet werden. Quantitative Untersuchungen zu den Ausbeuten 
des Inhibitors wurden mit Hilfe von HPLC-MS durchgeführt. Diese Berechnungen 





2.3 Fluorogene Reaktionen 
Für den Nachweis eines Proteins durch eine Templat-gesteuerte Reaktion wäre es 
wünschenswert, wenn die Produktbildung mit der Änderung eines einfach 
detektierbaren Signals einhergeht. Aufgrund der hohen Sensitivität werden Messungen 
der Fluoreszenz häufig bevorzugt. Von Interesse sind daher fluorogene Reaktionen, bei 
denen aus nicht fluoreszierenden Reaktionspartnern ein fluoreszierendes Molekül 
entsteht. 
2.3.1 Bioorthogonale fluorogene chemische Reaktionen 
Für die Anwendung von fluorogenen Reaktionen in einer biologischen Umgebung 
sollten diese biologische Prozesse nicht behindern, aber auch nicht mit Ihnen 
wechselwirken dürfen. Unter physiologischen Bedingungen sollen sie hohe 
Reaktionsgeschwindigkeiten aufweisen. Außerdem müssen sie inert gegenüber 
funktionellen Gruppen wie etwa Alkohole, Thiole, Amine, Phosphate oder Sulfate sein, 
welche in physiologischer Umgebung vorkommen, sein.218-220 Reaktionen, die unter 
physiologischen Bedingungen ablaufen, finden in einem pH- Bereich von ca. pH = 7 bis 
7.5 ab. Der arterielle pH-Wert liegt zwischen 7.35-7.45 und der zelluläre pH-Wert bei 
etwa 7.2.221  
2.3.1.1 CuAAC  
Die 1893 erstmals vorgestellte und von Arthur222 fortgeführte Beschreibung der 1,3 
dipolaren [3+2]-Cycloaddition von einem Alkin 47 an ein Azid 48, ist die Grundlage 
einer heute häufig verwendeten bioorthogonalen fluorogenen Reaktionen (Abbildung 17 
A). Die initial beschriebene Reaktion der beiden Reaktionspartner läuft lediglich bei 
hohen Temperaturen oder hohen Drücken ab und führte zum Reaktionsprodukt 49. 
Diese Reaktionsbedingungen erfüllen nicht die bereits genannten Bedingungen einer 
bioorthogonalen Reaktion. Erst die Durchführung der 1,3-dipolaren Cycloaddition eines 
Azids 50 mit 51 unter der Anwesenheit von katalytischen Mengen Cu(I) von 
Sharpless223 (Kupfer(I)-katalysierte Azid-Alkin Cycloaddition, CuAAC, Abbildung 
17 B) und die so erstmalig ermöglichte Funktionalisierung von Peptiden (53) mit Aziden 
wie 54 an der festen Phase durch Meldal224 sollte diese Reaktion in den Fokus der 






Abbildung 17: A) Reaktion von Phenylazid mit Acetylendicarbonsäuremethylester bei starker 
Temperatureinwirkung nach Arthur von 1893. B) Kupfer katalysierte Reaktion zwischen 2,2-
Bis(azidomethyl)-1,3-propandiol und einem terminalen Alkin unter milden Bedingungen in wässriger 
Lösung. C) 1,4-Triazolverknüpfung eines an der festen Phase gebundenes N-terminalen Peptidalkins mit 
einem terminalen Azid.  
Die ersten fluorogenen CuAACs wurden an Coumarinderivaten durchgeführt 
(Abbildung 18).225,226 Die fluoreszenten Eigenschaften von Coumarin werden stark 
durch die Substituenten an der 3- und 7-Position bestimmt. Darauf aufbauend wurde das 
Coumarinderivat 57 synthetisiert. Dabei unterdrückt die 7-Alkinylgruppe die 
Fluoreszenz von 57. Durch die Reaktion von 57 mit 58 in Anwesenheit von CuSO4 und 
Ascorbinsäure entsteht das entsprechende Triazol-verknüpfte Produkt 59. Die 
Ascorbinsäure reduziert Cu(II) zur benötigten Cu(I)-Spezies. Dabei zeigt 59 eine durch 
die elektronendonierende Eigenschaft der Triazolgruppe nun eine starke Fluoreszenz 
auf.226 Auch 3-Azidocoumarin (61) keine Fluoreszenz. Hier wird die Fluoreszenz 
aufgrund des elektronenreichen α-Stickstoffs des Azidrests unterdrückt. Coumarin 61 
kann mit terminalen Alkinen in Anwesenheit von Cu(I) zu den entsprechenden Triazol-
verknüpften Derivaten 62 reagieren. Die Bildung des Triazols hebt die 
fluoreszenzunterdrückenden Eigenschaften der Azidgruppe auf. Und eine Fluoreszenz 
von 62 kann beobachtet werden. Beide Reaktionen laufen unter milden Bedingungen in 
wässrigen Lösungen ab. Coumarin ist ein kleines und biokompatibles Molekül. Dies 
ermöglicht es, dass jene fluorogenen Click-Reaktionen auch im Bereich der in vitro und 




Abbildung 18: A) Nicht fluoreszentes 7-Alkin modifiziertes Coumarin 57 reagiert mit 58 zum stark 
fluoreszierenden 12. B) 3-Azido Coumarinderivate 61 reagieren mit endständigen Alkinen 60 zu den 
entsprechenden Fluoreszenzfarbstoffen 62.  
Verbindung 60 kann in der Markierung von Proteinen eingesetzt werden. Die 
Markierung von Proteinen ist hilfreich bei der Aufklärung der Zellkompartimentierung 
oder der Lokalisation von Proteinen bei Zell-Zell-Interaktionen mit Hilfe der 
Fluoreszenzmikroskopie. Alkin-modifizierte Aminosäuren können über den Weg der 
Proteinbiosynthese in die Sequenz von exprimierten Proteinen in einer Zelle 
eingeschleust werden. Hier wurde Methionin und Phenylalanin durch die künstlichen 
Aminosäuren Homopropargylglycin oder Ethinylphenylamin ersetzt. Gegensatz zu 
einer spezifischen Markierung eines Proteins, wurde so das Proteom der Zelle 
Fluoreszenz-markiert227 Die modifizierten Zellen wurden anschließend mit 61 (R1 = 7-
Hydroxy), Cu(I) und TBTA inkubiert. Anschließend konnte die Position der 
modifizierten Proteine unter dem Fluoreszenmikroskop sichtbar gemacht werden.228  
2.3.1.2 Staudinger-Ligation  
 
Abbildung 19: Die Staudinger Ligation eines Azid-modifizierten Biomoleküls 63 mit einem 
Fluoreszenz-markierten Triarylphosphin 64. 
Azide kommen in biologischen Systemen nicht vor und können in bioorthogonalen 
Reaktionen angewendet werden.229 Die Gruppe um Bertozzi nutzte die Azid-Gruppe zur 
Einführung von Reporter-Gruppen.230 In der sogenannten Staudinger-Ligation reagiert 
eine Estergruppe in ortho-Position zu einem Arylphosphin (63) mit einem intermediär 





Amidbindung (66) (Abbildung 19 B).231 Anschließend führt die Hydrolyse von 66 zum 
Ligationsprodukts 67, welches das Phosphinoxid in der Struktur enthält.  
 
Abbildung 20: A) Der Coumarinfarbstoff 68 fluoresziert nach der Phosphinoxidation. B) Die 
Fluoreszenz von 70 wird durch das Dispers-Rot-Molekülteil gelöscht (FRET). Durch die Staudinger 
Ligation wird Dispers-Rot vom Molekül abgespalten und 72 fluoresziert erneut. 
Lemieux et al.232 platzierten das Phosphin an einem Coumarinfarbstoff (68), um eine 
fluorogene Staudinger Ligation zu realisieren (Abbildung 20 A). Die Fluoreszenz von 
68 wird durch das freie Elektronenpaar am Phosphor unterdrückt. Die Staudinger-
Ligation wandelt die Phosphingruppe in eine Phosphinoxid-Gruppe, wodurch das 
fluoreszierende 69 entsteht. Problematisch hierbei ist die beobachtete 
Hintergrundfluoreszenz durch die Oxidation des Phosphins an Luft.  
Dieses Problem kann umgangen werden, indem oxidationsunempfindliche Phosphine, 
wie Triaryl-Phosphine, verwendet werden. So verwendete die Gruppe um Bertozzi den 
ortho-Benzoesäureester 70 zur Markierung von CHO und HeLa Zellen, welche mit 
Ac4ManNAz und SiaNAz behandelt wurden (Abbildung 20 B). Durch FRET wird die 
Fluoreszin-Fluoreszenz von Dispers-Rot-Rest gelöscht. Der Ester wird von dem 
gebildeten Amin (Staudinger Reduktion) unter der Entstehung einer Peptidbindung 
gespalten. Dispers-Rot (71) verlässt das Molekül und die Fluoreszenz von Fluorescein 
(72) wird wieder hergestellt.233 
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So konnte die bioorthogonale Reaktion zwischen Aziden und Triarylphosphinen die 
Untersuchung von Biomolekülen in zellulärer Umgebung und in lebenden Tieren 
ermöglichen.219,234 
2.3.1.3 Native chemische Peptidverknüpfung (NCL)  
 
Abbildung 21: A) Native chemische Verknüpfung eines ungeschützten Peptid-Thioester-Fragments und 
eins ungeschützten N-terminalen Cysteinyl-Peptid-Fragments. Zwischen 73 und 74 findet in einer 
Gleichgewichtsreaktion ein Thioesteraustausch statt. Der neu gebildete Peptid-Thioester lagert sich durch 
eine S→N-Acyl-Umlagerung zum nativen Verknüpfungsprodukt um. B) Markierung eines Zielproteins 
mit einem Fluoreszenzfarbstoff durch die Expressed Protein Ligation. Ein Amid-verknüpftes Protein-
Intein-Konjugat ist über eine am Intein angebrachte CBD an eine feste Phase immobilisiert. Die 
intrinsischen Eigenschaften des mutierten Inteins erlauben eine N- zu S-Wanderung am N-terminalen 
Cystein des Inteins. Durch einen Thioesteraustausch am C-Terminus des Zielproteins durch ein 
Fluoreszens-markiertes Cystein-Nukleophil kommt es zu einer S- zu N-Acyl-Umlagerung. 
Mit Verknüpfungsreaktionen lassen sich lange Peptide oder Proteine aus kleineren 
Peptidfragmenten herstellen. In 1994 führte die Arbeitsgruppe um Kent die native 
chemische Verknüpfung ein (Abbildung 21 A).235 Dabei reagiert ein 
Peptidthioesterfragment mit einem N-terminalen Cysteinylpeptidfragment. Bei der 
Reaktion wird eine Amidbindung gebildet und somit ein längeres Peptid erhalten. Im 
ersten Reaktionsschritt kommt es zu einem Thioesteraustausch. Die Mercaptogruppe im 
Cysteinylpeptid 74 greift am Thioester 73 an, um einen neuen Thioester zu generieren. 
Dieser intermolekulare Thioesteraustausch ist eine Gleichgewichtsreaktion und wird 
durch eine intramolekulare S→N-Acyl-Umlagerung unterbrochen. Ausgehend von 75a 
entsteht eine native Peptidbindung im Ligationsprodukt 75b. So konnte Interleukin-8 
auf rein chemischem Weg synthetisiert werden. Die Vielseitigkeit der NCL konnte in 





Eine Erweiterung der nativen chemischen Peptidverknüpfung stellt die Expressed 
Protein Ligation (EPL) dar (Abbildung 21 B).242 Dabei wird der in der Natur 
vorkommende Prozess des Proteinsplicings ausgenutzt, um einen Peptid-Thioester zu 
generieren.  
Beim Prozess des Proteinsplicings findet eine intramolekulare Umlagerung statt, bei der 
eine interne Sequenz (Intein) des Proteins verdrängt wird. Zugleich läuft eine 
Verknüpfung zweier räumlich benachbarter Sequenzen im Protein ab.243,244 Bei der EPL 
ist das Intein so mutiert, dass es nur noch in der Lage ist, durch das N-terminale Cystein 
eine N→S-Acyl-Umlagerung zu initiieren. Die C-terminale Abspaltung vom Zielprotein 
ist durch das mutierte Intein unterbunden.245 So verbleibt das mutierte Intein als 
Thioester mit dem Zielprotein, ohne dass eine S→N-Acyl-Umlagerung stattfindet. Die 
Peptidsequenz ist dabei über eine Chitin-bindende Domäne (CBD) an eine feste Phase 
gebunden. Nukleophile wie Thiole können am Festphasen-gebundenen Thioester 
angreifen. Hierdurch wird das Gleichgewicht zwischen 76a und 76b auf die Seite des 
Thioesters verschoben, da immer mehr Protein vom N-Terminus des Inteins entfernt 
wird. Handelt es sich bei dem Thiol-Nukleophil um Cystein, findet ein 
Thioesteraustausch statt. Der neu gebildete Cystein-Thioester durchläuft spontan, wie in 
der NCL, eine S→N-Acyl-Umlagerung, wodurch das Cystein über eine Amidbindung 
am C-Terminus des Proteins gebunden wird. Trägt das Cystein einen Fluorophor, kann 





Abbildung 22: 78 ist eine Sonde zum Nachweis von Cystein durch die Mechanismus der nativen 
chemischen Peptidverknüpfung.. 
Es ist möglich, mit Rhodamin-abgeleiteten Thioestern einen spezifischen fluorogenen 
Nachweis von Cystein und Homocystein mit Hilfe der NCL durchzuführen (Abbildung 
22). Dabei trägt der Rhodamin-Farbstoff eine Thioester Gruppe, welche als 
Erkennungsstelle für Cystein und Homocystein agiert. So entwickelte die Gruppe um 
Lin Molekül 78 als NCL-basierten Sensor für Cystein und Homocystein in lebenden 
Zellen.249 Molekül 78 besteht aus einen Rhodamin-Farbstoff, welcher über einen 
Thioester mit einem BODIPY-Farbstoff verbunden ist und zeigt eine 
Fluoreszenzemission bei 590 nm (Rhodamin-Emission) bei einer 
Anregungswellenlänge von 470 nm (Anregungswellenlänge von BODIPY-Farbstoff). 
Beide Farbstoffe sind FRET-Partner, wobei der BODIPY-Farbstoff der Energiedonor 
und der Rhodamin-Farbstoff der entsprechende Energieakzeptor ist. Reagiert 78 mit 
Cystein, greift die Mercaptogruppe den Thioester nukleophil am Thioester an, wodurch 
ein Thioesteraustausch stattfindet. Der BODIPY-Farbstoff verlässt 78 als Fluchtgruppe. 
Er liegt nun als Thiolspezies 79b vor. Hierdurch wird das FRET-System unterbrochen, 
da sich der Molekülteil 79b nicht mehr in räumlicher Nähe zu 79a befindet. Der 
BODIPY-Farbstoff 78 zeigt nun eine starke Fluoreszenzemission bei 510 nm bei einer 
Anregungswellenlänge von 470 nm. Im Rhodamin-Cystein-Thioester (nicht gezeigtes 
Zwischenprodukt) findet eine S→N-Acyl-Umlagerung statt. Anschließend kann das 
acetylierte sekundäre Amin nukleophil am Kohlenstoff an Position 9 des Xanthen-Rests 





Fluoreszenzsignals hier auf der Aufhebung des FRET-Effekts basiert, werden auch 
einfache Thiole detektiert, die ebenfalls den Thioester angreifen und den BODIPY-
Farbstoff freisetzen. 
 
Abbildung 23: Sonde 80 spezifische Sonde für Cystein und kann Cystein von einem freien Thiol 
disktiminieren 
Selektiver verläuft die fluorogene Erkennung von Aminothiolen mit 80 (Abbildung 23). 
Hier wird ebenfalls der FRET-Effekt zwischen zwei Farbstoffen genutzt. Anders als in 
Abbildung 22 wird das FRET-System nicht durch eine einfache Thiolyse unterbrochen, 
sondern nur durch einen Thioesteraustausch mit einem Aminothiol. Nur ein Aminothiol 
kann die Bildung des nicht-fluoreszenten Spirolactams 81a ermöglichen. Die Spiro-
Form von Rhodamin ist mehr optisch aktiv. kann nicht mehr als Fluoreszenzakzeptor 
zur Verfügung stehen. So erfolgt keine Löschung des das Fluoreszenz-Signals von 
Coumarin, welches nun bei einer Wellenlänge von 458 nm.250 Wird nur ein Thiol zu 80 
gegeben bleibt die Rhodamin-Fluoreszenz-Emission bei 603 nm unter der Anregung des 
Coumarin-Rests bei 395 nm erhalten (81b). 
2.3.1.4 weitere bioorthogonale Verknüpfungsseaktionen 
Es gibt deutlich mehr fluorogene bioorthogonale Reaktionen. Die wichtigsten sind hier 
die Tetrazin-Ligation und die spannungskontrollierte Azid-Alkin-Cycloaddition. 
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Die bioorthogonale Tetrazin-Ligation fast Diels-Alder Reaktionen mit inversen 
Elektronenbedarf mit 1,2,4,5-Tetrazinen und verschiedenen Dienophilen zusammen. 
2008 wurde die Tetrazin-Ligation unabhängig von zwei Forschungsgruppen 
beschrieben.251,252 Tetrazin besitzt zwei wichtige Eigenschaften, die für eine fluorogene 
Reaktion wichtig sind. Tetrazin Licht im Wellenlängenbereich von 500-550 nm 
absorbieren, wodurch es als Fluoreszenzlöscher in FRET-Studien Anwendung findet. 
Zusätzlich kann Tetrazin auch ohne eine spektrale Überlappung von Fluoreszenz-
Akzeptor und Donor die Fluoreszenz in einem aromatischen System unterdrücken. Dies 
geschieht über einen schnellen Energietransfer innerhalb des aromatischen Systems.253 
So konnten fluorogene bioorthogonale Moleküle wie die 2’,7’-Difluorofluoreszin-
Sonde 82a, die BODIPY-Sonde 82b und die Tetramethylrhodamin-Sonde 82c 
synthetisiert werden. Reagieren diese Sonden mit einer Cyclopropengruppe entstehen 
die fluoreszierenden Moleküle 83a-c (Abbildung 24).254 
 
Abbildung 24: A) Reaktionsschema der Tetrazin-Ligation nach dem Mechanismus einer Diels-Alder 
Reaktion eines trans-Cyklooktens mit Tetrazin-Derivaten. B) Fluorogene Reaktion von 36a-c mit einem 
Cyklopropen-Derivat zu 37a-c. Die Reaktion der Tetrazingruppe in 36a-c erlaubt die Wiederherstellung 
der Fluoreszenz in 37a-c. 
Die Tetrazin-Ligation kann zum Nachweis von Nukleinsäure Molekülen, indem 
passende Tetrazine und Dienophile eine Nukleinsäure-gesteuerte fluorogene Reaktion 
eingehen (Abbildung 25).255,256 Erste Untersuchungen wurden mit Methylcyclopropen 
am reaktiven Oligonukleotid 84b durchgeführt. Ein anderes Oligonukleotid 84a trägt 
dabei ein Fluorophor und Tetrazin als Fluoreszenzlöscher. In Anwesenheit eines 
Templats können beide reaktiven Oligonukleotide miteinander reagieren, wodurch ein 
Pyridazin-Derivat 84c gebildet wird. Die fluoreszenzlöschende Funktionalität des 







Abbildung 25: Schematische Darstellung einer Templat-gesteuerten Tetrazin-Ligation. 
Im Gegensatz zur bereits beschriebenen CuAAC können in der spannungsvermittelten 
Alkin-Azid Cycloaddition (SPAAC) Alkin und Azid ohne die Anwesenheit potentiell 
giftiger Metallkatalysatoren miteinander reagieren (Abbildung 26). Typische 
sogenannte gespannte Alkine können Cyklooktine, difluorierte Cyclooktine, 
Dibenzylcyclooktinole oder etwa Bicyklononine sein. Wittig und Krebs berichteten, das 
Cyclooctin explosionsartig mit Phenylazid reagiert.259 Erste Experimente von Bertozzi 
et al. verwendeten ein Coumarin-konjugiertes Cyclooctin 85a als Fluorophor, wobei die 
Reaktion mit 2-Azidoethanol zu 85b eine Erhöhung der Fluoreszenzintensität um den 
Faktor 10, verglichen zu 85a alleine, zeigte (Abbildung 26 A).260  
 
Abbildung 26: A) Erste Experimente mit eine Cycloctin modifizierten Coumarin. B) SPAAC 
Durch die Veränderung des Cyklooktinderivats zu Dibencocyclooktin 86a konnte die 
Erhöhung der Fluoreszenzintensität bei der Reaktion mit Phenylazid auf einem Faktor 
von 1000 erhöht werden.261 Zusätzlich konnte gezeigt werden, dass neben Aziden auch 
andere 1,3-Dipole wie Nitrone, Nitril Oxide und Diazoderivate mit 86a reagieren 
können.262 Den stärksten Anstieg in der Fluoreszenzintensität zeigte die Reaktion von 





Abbildung 27: Schematische Darstellung zweier reaktiver Peptide mit X und Y als reaktive Gruppen, 
welche in Anwesenheit eine POIs miteinander reagieren um mit der Verknüpfungsstelle Z miteinander 
kovalent verbunden zu sein. Die Reaktion induziert ein Fluoreszenzsignal und findet in Abwesenheit des 
POIs nicht statt. 
Ziel dieser Arbeit ist die Entwicklung einer Methode zur Detektion von Proteinen 
(protein of intrest, POI). Dabei werden zwei Peptide, durch die Bindung an ein POI, in 
räumliche Nähe zueinander gebracht und zusätzlich mit reaktiven Gruppen ausgestattet. 
Hier soll Peptid A mit einer Fluoreszenz-Markierung modifiziert sein. Weiterhin soll 
durch einen intramolekularen FRET-Partner die Fluoreszenz des Fluoreszenzfarbstoffs 
gelöscht sein. Durch die räumliche Annäherung der reaktiven Peptide A und B wird ihre 
effektive Konzentration erhöht und die Reaktion zwischen den reaktiven Peptiden wird 
dadurch beschleunigt. In Abwesenheit des POI, sollte diese Reaktion zwischen A und B 
jedoch nicht oder nur sehr langsam ablaufen (Abbildung 27, Reaktionspfad a). Um das 
Reaktionsprodukt beider Peptide zu detektieren, soll die Reaktion ein Fluoreszenzsignal 
generieren. Fluoreszenzmessungen verbinden eine hohe Empfindlichkeit mit einer 
einfachen Durchführung. Zudem erlauben sie den Zugang zu Hochdurchsatz-Methoden. 
Das Fluoreszenzsignal soll entstehen, indem die vom FRET-Partner gelöschte 
Fluoreszenz des reaktiven Peptids A im Verlauf der Reaktion wieder hergestellt wird. 





und die anschließende Bildung der Verknüpfungsstelle Z soll die Abspaltung des 
FRET-Partners induzieren, sodass ein Fluoreszenzsignal detektiert werden kann. 
Folglich würde ein steigendes Fluoreszenzsignal die Anwesenheit des POI anzeigen, 
wobei ein Ausbleiben eines Fluoreszenzsignals auf die Abwesenheit des POIs hinweist. 
Es wurde ein Signalsystem erdacht, in welchem die C-terminale Aminosäure ein 
Carboxyfluorescein und zugleich Dispers Rot (FRET-Partner von Carboxyfluorescein) 
trägt. Durch die Reaktion von A mit dem zweiten reaktiven Peptid B wird Dispers Rot 
von A abgespalten, wodurch ein Fluoreszenzsignal entsteht. Das fluoreszierende 
Reaktionsprodukt sollte dabei am POI gebunden bleiben. Die hier gezeigte Templat-
gesteuerte Verknüpfungsreaktion sollte diese Vorraussetzung erfüllen, da die längeren 
Reaktionsprodukte eine höhere Affinität zum POI haben als die kürzeren reaktiven 
Peptide selbst (Abbildung 27, Ausbleiben von Reaktionspfad c). 
Als bioorthogonale Verknüpfungsreaktionen kommen die Staudinger-Ligation und die 
native chemische Peptidverknüpfung in Frage. Bei der Staudinger-Ligation reagiert ein 
ortho-Phosphin-Benzoesäureester mit einem Azid zu einem ortho-Phosphin-
Benzoesäureamid. Die fluoreszenzlöschende Abgangsgruppe wird hier durch eine 
intramolekulare Aminolyse der Estergruppe abgespalten. Bei der nativen chemischen 
Peptidverknüpfung handelt es sich bei den reaktiven Gruppen um die Mercaptogruppe 
eines Cysteinylpeptids und um einen Thioester, welcher den Thiol-modifizierten 
Fluoreszenzlöscher trägt. Der Thiol-modifizierte Fluoreszenzlöscher ist hier die 
Abgangsgruppe. Zuletzt sind beide Peptide über Amid an der Verknüpfungsstelle Z 
miteinander verbunden. 
Zur einfacheren Steuerung des Templat-gesteuerten Reaktionsschemas wird auf die En- 
und Kn-Peptide zurückgegriffen. Das En-Peptid ist in diesem Model das POI bzw. das 
Templat. Als reaktive Peptide werden die komplementären Kn-Peptide verwendet (vgl. 
2.2.2). 
Diese beiden bioorthogonalen Reaktionen bilden gute Möglichkeiten, um ein geeignetes 




4 ERGEBNISSE UND DISKUSSION 
4.1 Fluorogene Staudinger Ligation 
 
Abbildung 28: Templat-gesteuerte Staudinger-Ligation unter nicht fluorogenen Bedingungen (R1 = CH3, 
R2 = H) und fluorogenen Bedingungen (R1 = Fluoreszenzlöscher und R2 = fluoreszierender Rest). 
Die reaktiven Peptide im Modelsystem werden entsprechend modifiziert, dass die 
Staudinger-Ligation genauer untersucht werden kann. Ein Azid-modifiziertes Peptid 88 
wird mit einem zweiten Peptid 99, welches einen ortho-Phosphin-substituierten 
Benzoesäureester trägt, zur Reaktion gebracht (Abbildung 28). Peptid 99 kann als R2 
eine Fluoreszenzmarkierung (FAM) und gleichzeitig als R1 einen Fluoreszenzlöscher 
(Q) tragen. Letztgenannte Gruppe wird im Zuge der Staudinger-Verknüpfung vom 
Molekül abgelöst, wodurch ein Fluoreszenzsignal entsteht. Um die Kinetik und die 
Reaktionsbedingungen zu untersuchen, wurde die Templat-gesteuerte Staudinger-
Ligation vorweg ohne Fluoreszenzmarkierung durchgeführt. Das Reaktionsverhalten 
und die erzielbaren Reaktionsbeschleunigungen sollten damit unter vereinfachten 
Bedingungen untersucht werden. Das C-terminal Azid-modifizierte Peptid 88 wurde mit 
dem ortho-Phosphinbenzoesäuremethylester-modifizierten Peptid 99 umgesetzt, wobei 
R1 = CH3 und R2 = H ist (vgl. Abbildung 28). Die Azidogruppe sollte mit Hilfe von 
Azidohomoalanin  als Monomer in der Festphasenpeptidsynthese in das Peptid 





Lysin sollte das ortho-Phosphinbenzoesäuremethylester-modifizierte Peptid 99 
dargestellt werden. 
 
Abbildung 29: Literaturbekannte Synthese von  93.233 
Zur Synthese von 93 wurde der kommerziell verfügbare Baustein 91 über eine 
Sandmeyer-artige Reaktion in den entsprechenden Iodoaromaten 92 überführt 
(Abbildung 29). Durch anschließende palladiumkatalysierte Knüpfung mit Ph2PH wird 
93 erhalten. Phosphine neigen zur Oxidation an Luftsauerstoff, jedoch konnte durch 
entsprechende Lagerung unter Argon eine Oxidation von 93 weitgehend unterbunden 
werden. Die Synthese wurde entsprechend der Literatur durchgeführt.233 
Zur Synthese des Azidohomoalanin-Peptids 88 (Abbildung 30 A) wurden Fmoc-
geschütztes Azidohomoalanin auf ein Rink-Amid-Harz gekuppelt (88a). Durch darauf 
folgende automatisierte Festphasenpeptidsynthese konnte 88 und anschließende 
Abspaltung vom polymeren Träger erhalten werden. Bei der Abspaltung vom 
polymeren Träger wurde auf die Zugabe von Silanen verzichtet, um eine Reduktion des 
alkylierten Azids zu verhindern. Peptid 99 wurde nach der HPLC-Reinigung mit 18% 
Ausbeute erhalten. Nach der Kupplung des Bausteins 93 auf 98 musste wiederholt 
festgestellt werden, dass Monomer 93 in der Lagerung oxidationsstabil war, jedoch 
unter Kupplungsbedingungen erhebliche Tendenzen zur Oxidation zeigte.263 Während 
der Kupplung von 93 musste sorgfältig darauf geachtet werden, dass alle Lösungsmittel 
sorgfältig entgast wurden. Abbildung 30 C bis G zeigen die HPLC-MS-Analysen der 
unaufgereinigten Reaktionsmischungen unter verschiedenen Reaktionsbedingungen. 
Die verschiedenen Kupplungsmethoden lieferten neben dem Zielmolekül 99 auch 




Abbildung 30: A) Um 88 zu synthetisieren, wird ein Rink-Amid-Harz wird mit Azidohomoalanin 
vorbehandelt. B) Finaler Kupplungsschritt des ortho-Phosphin-Benzoeester auf das N-terminale Lysin 
von 93. i) Individueller Kupplungsschritt, siehe C)-G). ii) Freisetzen vom polymeren  Träger mit Hilfe 
von TFA/TIS/H2O (96:2:2) und anschließender Präzipation in Ether. C) Kupplungsbedingungen: 4 eq 93, 
4 eq PyBOP, 4 Äq Oxyma, 4 Äq DIEA unter Argon in DMF/CH2Cl2 (1:1) bei Raumtemperatur. D) 
Kupplungsbedingungen: 4 Äq 93, 4 Äq PyBOP, 4 Äq Oxyma, 4 Äq DIEA, 8 Äq PPh3 unter Argon in 
DMF/CH2Cl2 (1:1) bei Raumtemperatur. E) Kupplungsbedingungen: 4 Äq 93, 4 Äq DIC, 4 Äq Oxyma 
unter Argon in DMF/CH2Cl2 (1:1) bei Raumtemperatur. F) Kupplungsbedingungen: 4 Äq 93, 4 Äq 
PyBOP, 4 Äq Oxyma, 4 Äq DIEA, 8 Äq Bu3P unter Argon in DMF/CH2Cl2 (1:1) bei Raumtemperatur. 
G) Doppelkupplung unter den Bedingungen von F). 
Es wurden verschiedene Strategien angewendet, um 93 auf 98 zu kuppeln und die 
angesprochene Oxidation zu verringern. Bei herkömmlichen Kupplungsbedingungen 
mit der Verwendung von PyBOP und Oxyma als Aktivatoren und DIPEA als Base 
konnte 99 synthetisiert werden. Allerdings mussten erhebliche Mengen 99(O) in Kauf 
genommen werden (Abbildung 30 C). Dies wurde auf die basischen 
Reaktionsbedingungen zurückgeführt. Da Phosphine im basischen Medium eher zur 





Bedingungen durchgeführt. In einer alternativen Kupplungsmethode wurde 
Diisopropylcarbodiimid (DIC) verwendet. Carbodiimide können Carbonsäuren in ihrer 
in protonierten Form aktivieren und 99 konnte unter diesen Bedingungen dargestellt 
werden (Abbildung 30 E). Die Bildung von 99(O) konnte allerdings nicht unterbunden 
werden. Unter den beiden beschriebenen Kupplungsbedingungen konnte 99 in 
Reinheiten von ca. 55% erhalten werden. Um die Oxidation von 99 zu umgehen, sollten 
erneut PyBOP und Oxyma als Aktivatoren verwendet werden. Anders als zuvor, wurde 
nun PPh3 im Überschuss zur Kupplungslösung gegeben. PPh3 sollte hierbei als ein 
sogenanntes „Opferphosphin“ dienen. Zwar konnte 99 erfolgreich dargestellt werden 
(Abbildung 30 D), aber wiederum entstand 99(O) im selben Ausmaß wie zuvor ohne 
PPh3. Die Zugabe von PPh3 unterbindet die Oxidation von 99 nicht, da PPh3 wohl zu 
resistent gegenüber Oxidation ist. Aufgrund der Alkylreste ist (C4H9)3P ein deutlich 
stärkeres Reduktionsmittel als das Arylphosphin PPh3. Der Einsatz von Überschüssen 
an (C4H9)3P mit PyBOP und Oxyma, als Aktivatoren, ermöglichte die Synthese von 99. 
Ein vollständiger Umsatz von 98 konnte, im Gegensatz zu PPh3, mit (C4H9)3P in der 
Kupplungslösung nicht erreicht werden (Abbildung 30 F). Allerdings konnte das 
Ausmaß der Oxidation von 99 durch den Einsatz von (C4H9)3P erfolgreich verringert 
werden (Ausbeute 99: 41%). Eine wiederholte Kupplung von 93 ergab unter einem 
konstanten Ausmaß des Oxidationsprodukts 99(O) zusätzlich erhöhte Ausbeuten von 99 
(Abbildung 30 H, Ausbeute 99: 55%). 
Die um ca. 50% verringerte Ausbeute bei der Kupplung von 93 in Anwesenheit von 
(C4H9)3P war nicht zufriedenstellend und wurde zum Anlass genommen, Baustein 93 
mit einer Schutzgruppe zu versehen. Eine Möglichkeit für eine solche Schutzgruppe 




Abbildung 31: A) Einführung der Boranschutzgruppe: i) 1.1 Äq BH3·(CH3)2S in THF, 0°C → r.t. in 90 
min B) Finaler Kupplungsschritt des borangeschützten ortho-Phosphin-Benzoeester auf das N-terminale 
Lysin von 93·BH3. i) 4 Äq 93·BH3, 4 Äq PyBOP, 4 Äq Oxyma, 4 Äq DIEA unter Argon in DMF/CH2Cl2 
(1:1) bei Raumtemperatur. C) Aufreinigung von 99 mit unterschiedlich stark entgasten HPLC-
Lösungenmittelgemischen zur Aufreinigung: a) mit bei < 1 mbar entgastes HPLC-Lösungsmittelgemisch 
aufgereinigtes 99 (260 nm); b) mit bei < 1 mbar entgastes HPLC-Lösungsmittelgemisch aufgereinigtes 99 
(210 nm); c) mit bei 80 mbar entgastes HPLC-Lösungsmittelgemisch aufgereinigtes 99 (210 nm). 
Durch die Zugabe von Dimethylsulfid-Boran-Komplex konnte 93·BH3 erzeugt werden 
(Abbildung 31 A). Der so entstandene Phosphor-Boran-Komplex 93·BH3 zeigte 
während der Festphasenpeptidsynthese keine Sauerstoffempfindlichkeit mehr. Nach der 
Kupplung wird der Boran-Komplex, durch die Zugabe von TFA während der 
Abspaltung des Peptids vom Harz zerstört und 99 erhalten. Die Synthese von 99 gelang 
dabei mit einer hohen Ausbeute von 88% (Abbildung 31 B). Zur präparativen HPLC-
Aufreinigung wurden die Eluenten entgast. Das Entgasen erfolgte am Hochvakuum 
nach dem Freeze-Pump-Thaw-Verfahren. So konnte die Oxidation des Phosphins 
während der Peptidaufreinigung zwar nicht verhindert, jedoch eingedämmt werden. Für 
Eluenten, welche bei 80 mbar bzw. < 1 mbar entgast wurden, konnte 99 mit Reinheiten 






Abbildung 32: A) Die templatgesteuerte Staudinger-Ligation zwischen 88 und 99 ergibt das 
Ligationsprodukt 100. B) Ausbeuten von 14 bei der templatgesteuerten Staudinger-Ligation zwischen 88 
und 99 bei 1 min und bei 180 min mit einer Peptidkonzentration von 0.05 mM. C) Ausbeuten von 100 bei 
der templatgesteuerten Staudinger-Ligation zwischen 88 und 99 bei 1 min und bei 180 min mit einer 
Peptidkonzentration von 0.5 mM. 
Vor der Durchführung der fluorogenen Staudinger Ligation sollen vorerst passende 
Reaktionsbedingungen für diese Ligationsmethode gefunden werden. Hierzu wurde die 
nicht-fluorogene Staudinger-Ligation mit den reaktiven Peptiden 88 und 99 mit und 
ohne Templat 87 bei Peptidkonzentrationen von 0.5 mM und 0.05 mM durchgeführt 
(Abbildung 32). HPLC-Analysen der Aliquote bei 180 min zeigen, dass die Staudinger-
Ligation zwischen 88 und 99 ohne 87 bei beiden Peptidkonzentrationen 0.5 mM und 
0.05 mM mit sehr geringen Ausbeuten von 100 (12% und 3% ) abläuft. Diese nicht 
Templat-gesteuerte Staudinger-Ligation im sub-millimolaren Bereich verläuft sehr 
langsam. Die Zugabe von 50 mol% des Peptidtemplats 87 zu den reaktiven Peptiden 88 
und 99 zeigte eine enorme Erhöhung der Ausbeuten von 100 nach 180 min. So wurde 
100 in bei einer Peptidkonzentration von 0.5 mM in einer Ausbeute von 71% erhalten 
(vgl. 12% ohne 87) und bei Peptidkonzentration von 0.05 mM mit Ausbeuten von 54% 
(vgl. 3% ohne 87). Die Zugabe von 0.5 Äquivalenten von 87 sollte zeigen, dass die 
Erhöhung der Ausbeuten Templat-gesteuert war und die Reaktionsprodukte am Templat 
gebunden bleiben. Bei einer Peptidkonzentration von 0.05 mM wurde ein Umsatz von 
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54% von maximal möglichen 50% erreicht. Bei einer Peptidkonzentration von 0.5 mM 
wurde der maximale Umsatz von 50% mit 71 % überschritten. Dies kann am Verlust 
der gewünschten Templat-Kontrolle bei hohen Konzentrationen liegen, wodurch  die 
Hintergrundreaktion schneller ablaufen kann. So gelang es wohl den reaktiven Peptiden 
bei hohen Peptidkonzentrationen das gebildete Ligationsprodukt 100 vom Templat zu 
verdrängen. Allerdings wurde bei beiden Peptidkonzentrationen die maximale Ausbeute 
von 50% nach 300 min deutlich überschritten. Bei der Templat-gesteuerten Staudinger-
Ligation vergrößerte sich die Anfangsgeschwindigkeitskonstante der Reaktion um einen 
Faktor von 65 und sogar um einen Faktor von 360 bei den Peptidkonzentrationen von 
0.5 mM bzw. 0.05 mM. Hieraus konnte geschlossen werden, dass auch die 
Hintergrundreaktion der fluorogenen Staudinger-Ligation bei einer Peptidkonzentration 
von 50 µM ausreichend gering sein sollte. Zudem sollte durch die Templat-bedingte 
Beschleunigung der Reaktion eine genügend hohe Fluoreszenzverstärkung zu 
beobachten sein. 
 
Abbildung 33: Templat-gesteuerte fluorogene Staudinger Ligation zwischen dem Azidohomoalanin 
modifizierten 88 und 101, welcher eine Fluoreszenzmarkierung (F) und einen Fluoreszenzlöscher (Q) 
trägt. 
Zur Durchführung der fluorogenen Staudinger-Ligation wurde Peptid 101 als neuer 
Reaktionspartner benötigt. 101 trägt sowohl ein Fluorophor (F, Abbildung 33) und ein 
räumlich benachbartes fluoreszenzlöschendes Molekül (Q, Abbildung 33). Als Folge 
der Staudinger-Ligation verbleibt der Fluorophor im Reaktionsprodukt 102, wobei das 
fluoreszenzlöschende Molekül das Peptid als Fluchtgruppe verließ. So soll die 





System könnte auch die langwierige Durchführung der UPLC-MS-Analysen umgangen 
werden.  
 
Abbildung 34: A) Modifizierung des ε-Amins in 103 durch i) TFA/TIS/DCM (1:1:99), ii) 5/6-
Carboxyfluoreszein/PyBOP/Oxyma/NMM in DMF und iii) 20% Piperidin in DMF. B) Modifizierung des 
α-Amin mit i) 5 Äq 93·BH3 oder 93 /PyBOP/ Oxyma/ DIEA in DCM/DMF (1:1), 45min. 
Hierzu wurde ein Rink-Amid-Harz mit der Peptidsequenz 103 beladen (Abbildung 34 
A). Die Mtt-Schutzgruppe konnte gezielt mit Hilfe 1%iger TFA entfernt werden, 
wodurch eine orthogonale Deblockierung des ε-Amins möglich war. Dieses konnte nun 
mit 5/6-Carboxyfluoreszein acetyliert werden um 104 zu erzeugen (Abbildung 34 A). 
Die anschließende Fmoc-Entschützung bewirkte die Deblockierung des α-Amins. 
Zudem wurden im Verlauf der Fmoc-Abspaltung entstehende FAM-Überacetylierungen 
entfernt. Solche entstehen, wenn Überschüsse von FAM einen Phenolester mit den 
bereits am ε-Amin gekuppelten FAM-Molekülen bilden. Das Chromatogramm der 
ungereinigten Abspaltmischung zeigte eine ausreichende Reinheit, um direkt mit dem 
harzgebundenen 104R in der Festphasensynthese fortzufahren. Anschließend wurden 
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die Kupplungsbedingungen zur Kupplung eines ortho-Phosphinbenzoesäureesters 
untersucht. Dazu wurde die Synthese des Zielmoleküls 105 genauer untersucht. 
 
Abbildung 35: Acylierung von 104R mit 93·BH3; i) 3 Äq 93·BH3, 3 Äq PyBOP mit DIPEA in DMF, 
30 min. Zusätzlich ist das Chromatogramm der nicht aufgereinigten Abspaltlösung gezeigt. Die einfach 
acetylierte Spezies 105+93acyl und die zweifach acetylierte Spezies 105+(93acyl)2 sind ebenfalls gezeigt. 
Die Kupplung von 93·BH3 zeigte einen schlechten Umsatz (Abbildung 34 B). Das 
gewünschte Produkt konnte zwar im Hauptpeak identifiziert werden. Jedoch wurden 
erhebliche Mengen an Nebenprodukten beobachtet. Dabei konnte auch die bereits 
bekannte oxidierte Spezies von 105 (vgl. Abbildung 30) identifiziert werden. Weiterhin 
konnten doppelt acetylierte Spezies 105 beobachtet werden. Dabei handelte es sich um 
einen Ester des Phenolalkohols des 5/6-Carboxyfluorescein und 93·BH3. Die oxidierte 
Spezies dieses Phenolesters konnte auch beobachtet werden. Um auszuschließen, dass 
der schlechte Umsatz durch Boranmodifikation in 93·BH3 zustande kam, wurde die 
Acetylierung des α-Amins ein weiteres Mal mit 93 durchgeführt. Das Chromatogramm 
zeigt keine Verbesserung der Reinheit von 105 in der Acetylierungsreaktion. Die 
Überacetylierungen wurden als Hauptproblem der Reaktion ausgemacht. Um diese 
Überacetylierungen zu unterbinden, wurden die Reaktionsäquivalente von 93·BH3 und 
den Kupplungsreagenzien von 5 Äquivalenten auf 3 Äquivalente reduziert. Auch die 
Reaktionszeit wurde von 45 Minuten auf 30 Minuten verkürzt. Bei der Reaktion mit 
PyBOP als Aktivator konnten sowohl einfach (105+93acyl) und zweifach 





der verringerten Reaktionszeit stellt die deutlich geringere Bildung von 105(O) dar. 
(Abbildung 35). Weiterhin wurde untersucht, inwiefern das Waschen des Peptids 105 
am Harz mit Piperidin/DMF die ungewünschten Phenolester entfernen kann. Die 
mehrfach überacetylierten Verbindungen konnten bei den Kupplungen mit PyBOP 
durch einen einminütigen Waschschritt mit Piperidin/DMF vollständig beseitigt werden 
ohne ein erhöhtes Auftreten von Oxidationsspezies 105(O) zu beobachten (Abbildung 
36 B).  
 
Abbildung 36: A) i) 3 Äq 93·BH3, 3 Äq DIC 3 Äq HOBt in DMF für 1h. B) i) 3 Äq 93·BH3, 3 Äq 
PyBOP mit DIPEA in DMF, 30 min wie in Abbildung 35; ii) 1 min Waschung mit 20% Piperidin in 
DMF.  
Die Reduktion von Reaktionsäquivalenten und Reaktionszeiten zeigte bei der Reduktion 
der Oxidationsspezies 105(O) gute Ergebnisse. Zusätzlich sollte noch einmal DIC als 
Kupplungsreagenz verwendet werden. Dabei wurden nun 3 Äquivalente 5/6-
Carboxyfluoreszein und entsprechend 3 Äquivalente DIC und HOBt als Aktivatoren 
verwendet. Die neue Reaktionszeit betrug 1 h. Bei der Verwendung von DIC und HOBt 
als Aktivator konnten nach 1 h keine Bildung der überacetylierten Spezies beobachtet 
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werden (Abbildung 36 A). Jedoch konnte hier selbst nach einer Stunde Kupplungszeit 
immer noch die Anfangsverbindung 104 nachgewiesen werden (Abbildung 36 A). 
Durch die Aufreinigung von 105 gingen, trotz sorgfältiger Entgasung der Eluenten, 
große Mengen an 105 verloren. Während der Aufreinigung entstand abermals 105(O). 
Aufgrund des Reaktionsmechanismus der fluorogenen Staudinger-Ligation, ist der 
Erhalt des freien Elektronenpaars am Phosphor des fluorogenen ortho-
Phosphinbenzoesäureesters unverzichtbar für den Ablauf der Reaktion zwischen den 
beiden reaktiven Peptiden. Da im Vorfeld und während dieser Experimente bereits an 
der Etablierung einer fluorogenen nativen chemischen Peptidverknüpfung gearbeitet 
wurde, sollte an dieser Stelle die Untersuchungen zur fluorogenen Staudinger-Ligation 








4.2 Vorarbeiten zur Fluorogenen Nativen Chemischen 
Peptidverknüpfung 
4.2.1 Modellsystem für die fluorogene NCL 
 
 
Abbildung 37: Templat-gesteuerte native chemische Peptidverknüpfung unter nicht fluorogenen 
Bedingungen (R1 = (CH2)2CONHCH2CONH2, R2 = H) und fluorogenen Bedingungen 
(R1 = Fluoreszenzlöscher und R2 = fluoreszierender Rest). 
Aufgrund des erschwerten Zugangs zum benötigten fluorogenen Peptid in der 
Staudinger-Ligation wurde die Anwendung einer fluorogenen nativen chemischen 
Peptidverknüpfung (fNCL) untersucht. Das Prinzip der durch FRET gelöschten 
Fluoreszenz sollte ebenfalls auf den Mechanismus der NCL übertragen werden. Auch in 
der fNCL verlässt ein fluoreszenzlöschendes Molekül während der 
Peptidverknüpfungsreaktion das System. Es sollen ebenfalls Coiled-coil-Peptide 
verwendet werden, um den Templat-Effekt auszunutzen. So kann ein Thiolderivat des 
Fluoreszenz-Akzeptor-Farbstoffs als modifizierte Thiolkomponente im Peptidthioester 
(106/109) vorliegen. Weiterhin könnte Lysin als C-terminale Aminosäure des 
Thioesters ebenfalls ein Carboxyfluorescein tragen. Ein Fluoreszenzanstieg könnte 
induziert werden, indem der Thioester mit einem Cysteinylpeptid 107 zusammen 
gebracht wird (vgl. Abbildung 37; R1 = Fluoreszenzlöscher und R2 = fluoreszierender 
Rest). Die Reaktion zwischen Thioestern (106/109) und Cysteinylpeptid 107 erlaubt die 
Bildung eines neuen Thioester-Intermediats. Dabei verlässt der Thiol-modifizierte 
Fluoreszenz-Akzeptor den Thioester und ein Fluoreszenintensitätsanstieg entsteht, da 
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beide FRET-Partner nun räumlich weit voneinander entfernt sind (Abbildung 37). Dabei 
entsteht Ligationsprodukt 108/110. 
Wie in Abschnitt 4.1 soll nun die Leistungsfähigkeit der Coiled-coil-Peptide in der NCL 
überprüft werden (Abbildung 38 A). Hierzu wurde Thioester 106 folgend dem Boc-
Protokoll synthetisiert. Das entsprechende Cysteinylpeptid 107 als Reaktionspartner 
wurde nach der Fmoc-Strategie synthetisiert.  
 
Abbildung 38: A) Die native chemische Ligation von Thioester 106 und Cysteinylpeptid 107 bringt 
Zielpeptid 108 hervor. B) Übersicht der Ausbeuten von 108 aus der Reaktion aus A) aus Aliquoten der 
Reaktion zwischen 106 und 107 bei 5.00 mM, 1.00 mM, 0.50 mM, 0.10 mM und 0.05 mM zu 
unterschiedlichen Reaktionszeiten vom 0 min bis 1440 min. C) Detaillierte Darstellung der Ausbeuten 
von 108 in den Reaktionsaliquoten zu 0 min, 0.5 min, 1 min, 2 min, 5 min, 10 min, 30 min, 60  min, 120  
min und 180 min. 
Die NCL zwischen den reaktiven Peptiden 106 und 107 wurde bei 
Peptidkonzentrationen von 5 mM, 1 mM und 0.5 mM, 0.1 mM und 0.05 mM 
durchgeführt. Die HPLC-Analyse der entnommenen Aliquote bei 180 min zeigen, dass 
das Ligationsprodukt 108 mit 59% Ausbeute bei einer untersuchten Peptidkonzentration 
von 5 mM gebildet wurde. Wie erwartet, verlieft die Reaktion bei sub-millimolaren 
Konzentrationen sehr langsam ab. Die geringste Peptidkonzentration, die eine UPLC-
MS-Anaylse ohne eine Aufkonzentration erlaubte, war 50 µM.  Bei dieser 
Konzentration wurden lediglich 5% Ausbeute nach 180 min erreicht (Abbildung 38 B). 





Annähernd quantitative (97%) Ausbeuten von 108 konnte alleinig bei einer 
Peptidkonzentration von 5 mM zu einem Zeitpunkt von 1440 min (24 h) beobachtet 
werden (Abbildung 38 B). Das machte deutlich, dass ohne anwesendes Templat nur 
durch hohe Peptidkonzentrationen und lange Reaktionszeiten zufriedenstellende 
Ausbeuten erzielt werden konnten. 
 
Abbildung 39: A) Die native chemische Ligation von Thioester 106 und Cysteinylpeptid 107 in 
Anwesenheit von Templat 87 bringt Zielpeptid 108 hervor. B) Übersicht der Ausbeuten von 108 aus der 
NCL von 106 und 107 in Abwesenheit von 87 (vgl. Abbildung 38 C) und in Anwesenheit von 87. 
Die Zugabe von 0.5 Äquivalenten Templat 87 zu den reaktiven Peptiden 106 und 107 
bei einer Peptidkonzentration von 50 µM (Abbildung 39 A) führte zu einer starken 
Erhöhung der Reaktivität (Abbildung 39 B). Schon nach 60 min wurden 40% 
Ligationsprodukt 108 gebildet. Der maximale Umsatz von 50% wurde bereits nach 
180 min erreicht. Bei einer Zugabe von 0.5 Äquivalenten des Templats 87 entspricht der 
50%-ige Umsatz einer quantitativen Ausbeute bei der Templat-gesteuerten Reaktion. 
Vergleichbare Ausbeuten ohne Templat 87 konnten nur bei einer Peptidkonzentration 
von 5 mM 106 und 107 erzielt werden (Vgl. Abbildung 38 B). Bei der 
Peptidkonzentration von 50 µM konnte die Anfangsreaktionsgeschwindigkeit der 
Reaktion zwischen 106 und 107 in Anwesenheit von 87 verglichen zur Abwesenheit 
von 87 um einen Faktor von 53 erhöht werden. Dies war ein ausreichend großes Signal-
zu-Hintergrund-Verhältnis (1:10 bei 180 min) und kann somit auf das neue System der 




4.2.2 Synthese eines fluoreszenzlöschenden Thiols 
Für die fNCL wird ein Fluoreszenz-löschendes Thiol benötigt. Hierfür wurde ein bereits 
kommerziell erhältlicher Farbstoff modifiziert (Abbildung 40). Ein Thiol-tragender 
Alkyllinker konnte direkt mit dem Farbstoff verknüpft werden. Als Farbstoff wurde 
Dispers Red 1 (111) verwendet (vgl. Abbildung 20). Startverbindung 111 hat sein 
Absorbtionsmaximum bei 502 nm und deckt als Fluoreszenzlöscher den 
Emissionsbereich von 5/6-Carboxyfluoreszein ab. So kann 111 mit Trityl-3-
Mercaptopropionsäure nach Steglich265 verestert werden. Die anschließende Entfernung 
der Tritylschutzgruppe von 112 erfolgte unter sauren Bedingungen durch die 
Behandlung mit 20% TFA in Dichlormethan unter der Zugabe von Triisopropylsilan als 
Kationenfänger. Für eine schnelle Reaktion wurde Triisopropylsilan im Überschuss 
hinzugefügt, da die Mercaptogruppe in HSQ auch unter sauren Bedingungen immer 
noch nukleophil am Triphenylmethankation angreifen kann. 
 
Abbildung 40: a) Trt-S-(CH2)2COOH, EDC·HCl, DMAP in DMF, 16 h, 91 %, b) 20 % TFA in DCM, 
TIS, 60 min, quant. 
Im folgenden Abschnitt wird die Anwendung des Fluoreszenz-löschenden Thiols HSQ 





4.3 Weiterführung und Anwendung der fluorogenen 
nativen chemischen Ligation 
4.3.1 Synthese eines fluorogenen Thioesters 
 
 
Abbildung 41: Die Templat-gesteuerte NCL zwischen den fluorogenen Thioester 109 und dem 
Cysteinylpeptid 107 bringt das Reaktionsprodukt 110 hervor. 
Im folgenden Abschnitt soll die Durchführung der fNCL demonstriert werden. Der 
fluorogene Thioester 109 steht im Zentrum der fNCL (Abbildung 41). Um die Funktion 
der fluorogenen NCL zu demonstrieren, wird wieder das in 4.2.1 etablierte 
Modellsystem angewendet. Für die fNCL diente 107 erneut als Cysteinylpeptid und 109 
als fluorogener Thioester. Zur Synthese von 109 wurde die Thioestersynthese nach 




Abbildung 42: Festphasenpeptidsynthese des fluorogenen Peptidthioester mit selbstreinigenden Effekt. 
a) (i) 2 Äq Fmoc-Glu(PhiPr)-OH, 1.8 Äq HATU, 2 Äq OxymaPure, 4 Äq DIPEA in DMF; (ii) 2.7 Äq 4-
sulfamoylbutyric acid, 2.7 Äq DIC, 2.7 Äq HOBt in DMF; (iii) 1 Äq Fmoc-Lys(Alloc)-OH, 1 Äq PyBOP, 
3 Äq iPr2NEt in HCCl3; b) (i) Piperidin/DMF (1:4), (ii) 10 Äq Zyklisierungslinker (ZL) in DMF/iPr2NEt 
95:5, (iii) 1% TFA in CH2Cl2, (iv) 8 Äq PyBOP, 8 Äq HOBt, 24 Äq iPr2NEt; c) (i) 1 M TMS-CH2N2in 
Hexan/THF (1:1); (ii) 50 Äq HSQ (1 M), 3 Äq NaSPh in DMF; d) Pd(PPh3)4, PhSiH3, FAM-COOH, 
HOBt, DIC in DMSO; e) TFA/TIS/H2O. 
Diese Methode bietet mehrere Vorteile. Es besteht die Möglichkeit der einfachen 
Modifikation der Peptidseitenketten am C-Terminus des Harz-gebundenen Peptids zu 
einem Zeitpunkt an dem sich die Orientierung dieses Peptids am Harz umkehrt (von C- 
zu N-Orientierung nach N- zu C-Orientierung). So liegt der C-Terminus schließlich 





von Fluorophor und Fluoreszenzlöscher ist diese Synthese sehr flexibel. Die 
selbstreinigende Peptidsynthese bietet eine einfache Aufreinigung der Peptide, da 
Abbruchsequenzen und auch Überschüsse des verwendeten fluoreszenzlöschenden 
Thiols nach der Thiolyse durch Waschschritte vom Harz-gebundenen Zielpeptids 
abgetrennt werden können. Der FAM-markierte Thioester 109 (Abbildung 42) wurde 
synthetisiert, indem Polystyrol-Harz mit Fmoc-Gly-OH und Fmoc-Glu(PhiPr)-OH 
beladen wurde. Die Kupplung von 3-Carboxysulfonamid-Propionsäure und Fmoc-
Lys(Alloc)-OH ergab das beladene Ausgangsharz 113 als Grundlage für die 
automatisierte Festphasenpeptidsynthese.  
Fmoc-Lys(Alloc)-OH stellt eine orthogonal geschützte Seitenkette bereit, welche bei 
der Einführung von 5/6-Carboxyfluoreszein zu einem späteren Zeitpunkt der Synthese 
Anwendung findet. Die automatisierte Festphasenpeptidsynthese lieferte 114 in einer 
Ausbeute von 72% (bestimmt durch Fmoc-Monitoring). Nur so kann die Stärke der 
selbstreinigenden Peptidsynthese zum tragen kommen. Der Kupplung von ZL als 
letzten Kupplungsschritt folgte die finale Fmoc-Entschützung. Durch die sorgfältige 
Durchführung der Capping-Schritte wurde sichergestellt, dass ZL lediglich auf die 
Volllängenpeptidsequenz gekuppelt werden konnte. Anschließend wurden die äußerst 
säurelabilen Mmt- und PhiPr-Schutzgruppe mit Hilfe von 2% TFA in DCM entfernt. 
Das nun freie Amin des Zyklisierungslinkers wurde danach mit der ebenfalls freien 
Carbonsäure des Harz-ständigen Glutamins mit PyBOP an das Harz verankert, um 115 
zu erhalten. Nach der Zyklisierung wurde das Harz-gebundene Acylsulfonamid mit dem 
Alkylierungsreagenz Trimethylsilyldiazomethan behandelt. Das nun aktivierte N-
methylierte Acylsulfonamid wurde mit großen Überschüssen des Thiol-modifizierten 
Floureszenzlöschers HSQ in Gegenwart von Natriumthiophenolat behandelt, um 116 zu 
erhalten. Der folgende Waschschritt entfernte den Überschuss von HSQ und α-N-
acetylierte Abbruchsequenzen, welche nicht mit dem Zyklisierungslinker reagieren 
konnten und so durch die Thiolyse vom Harz abgespalten wurden. Das C-terminale 
Lysin sollte an dieser Stelle mit Fluorescein modifiziert werden. Das Lys(Alloc) in 116 
wurde mit Hilfe von Palladium von der Alloc-Schutzgruppe befreit, um die 
Acetylierung des freien ε-Amins zu ermöglichen (Abbildung 43 A). Der Versuch, FAM 
mit dem ε-Amin in Anwesenheit von PyBOP und Base zu verknüpfen, führte zu einer 




Abbildung 43: A) Kritischer Schritt in der Festphasenpeptidsynthese des fluorogenen Peptidthioesters 
mit selbstreinigenden Effekt. B) Chromatogramm der ungereinigten Abspaltlösung von der Acetylierung 
von 116a mit 3 Äq 5/6-Carboxyfluoreszein mit 3 Äq PyBOP, 6 Äq DIPEA. C) Chromatogramm der 
ungereinigten Abspaltlösung von der Acetylierung von 116a mit 1.5 Äq 5/6-Carboxyfluoreszein mit 1.5 
Äq DIC. D) Aufbau eines Modellsystems um die optimalen Bedingungen der Tandem-Entschützung-
Kupplung-Strategie. 
Der Versuch, FAM mit Hilfe des Carbodiimids DIC auf das ε-Amin zu kuppeln 
(Abbildung 43 A), verhinderte den nukleophilen Angriff des ε-Amins am Thioester nur 
teilweise (Abbildung 43 C). Die Ausbeuten des gewünschten Thioester 109 waren mit 
3% bei PyBOP und mit 8% bei DIC als Aktivator sehr gering. Es wurde festgestellt, 
dass das Nebenprodukt 109Lac direkt nach der Alloc-Entschützung gebildet wurde. 
Aus diesem Grund sollte eine Tandem-Entschützung-Kupplung-Strategie266 angewendet 
werden. Um die Durchführbarkeit dieser Methode zu überprüfen, wurde ein Modell-





chemischen Eigenschaften von 116a simulieren. Trt-Mercaptopropionsäure wurde auf 
ein AM-MBHA-Harz gekuppelt. Nach Entfernen der Trt-Schutzgruppe wurde das freie 
Thiol mit Fmoc-Lys(Alloc)-OH acetyliert, um 118 (Abbildung 43 D) zu erhalten. Die 
Tandem-Entschützung-Kupplungs-Strategie266 sollte die gleichzeitige Entschützung der 
Alloc-Schutzgruppe und Acetylierung des in-situ freiwerdenden ε-Amins ermöglichen. 
 
Tabelle 1: Übersicht der Ausbeuten von 119 bei der Modifizierung von 118 mit unterschiedlichen Allyl-
Kationenfänger, Aktivatoren und Lösungsmitteln. 
Eintrag Allyl-
Kationenfänger 
Aktivator Lösungsmittel Ausbeute 119 
[%] 
1 PhSiH3 DIC DMF 0 
2 PhSiH3 DIC NMP 94 
3 PhSiH3 DIC DMSO 95 
4 PhSiH3 EDCHCl DMF 0 
5 PhSiH3 EDCHCl NMP 25 
6 PhSiH3 EDCHCl DMSO 94 




8 DMBA EDCHCl DMF 0 
 
Für die Reaktionslösung wurden verschiedene Allylfänger, Aktivatoren und 
Lösungsmittel untersucht. Es zeigte sich, dass DMF nicht als Lösungsmittel geeignet 
war, da die gewünschte Modell-Zielstruktur 119 nicht nachgewiesen werden konnte 
(Tabelle 1 Eintrag 1, 4, 7, 8). Scheinbar wurde unabhängig von den verwendeten 
Lösungsmitteln die Acetylierungsreaktion von 1,3-Dimethylbarbitursäure (1,3-
Dimethylbarbituric acid , DMBA) als Allylscavenger unterbunden (Tabelle 1, 
Eintrag 7, 8). Als effektivster Aktivator stellte sich Diisopropylcarbodiimid (DIC) 
anstelle von 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid (EDC·HCl) heraus. Er 
lieferte in den Lösungsmitteln NMP und DMSO Ausbeuten von 119 von 94% und 95% 
(Tabelle 1 Eintrag 2, 3). Aufgrund des geringen Ausmaßes an Überacetylierungen 
stellte sich DMSO als optimales Lösungsmittel heraus (Tabelle 1, Eintrag 3, 6). Die 
Überacetylierungen konnten entstehen, wenn FAM-COOH bei der Acetylierung im 
Überschuss verwendet wurde. FAM-COOH kann mit den phenolischen FAM-OH-
Gruppen reagieren und Phenolester bilden. Die Behandlung mit Base zur Beseitigung 
der Phenolester kann hier keine Anwendung finden, da der Thioester selbst basenlabil 
ist. PhSiH3 störte die Acetylierung des ε-Amins dagegen nicht und die Aktivierung von 
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EDC·HCl führte in keinen der gewählten Lösungsmittel zu besseren Ausbeuten von 
119. Abschließend konnte 109 erfolgreich unter den hier gefundenen Bedingungen aus 
Tabelle 1 Eintrag 3 mit einer Ausbeute von 57% gewonnen werden (Abbildung 42). 
4.3.2 Durchführung der fluorogenen nativen 
Peptidverknüpfung (fNCL) 
 
Abbildung 44: Templat-gesteuerte fluorogene native chemische Peptidverknüpfung mit dem Thioester 
109 und Cysteinylpeptid 107. 
In den folgenden Experimenten soll die fNCL mit dem Peptidthioester 109 wie in 
Abschnitt 4.2.1 mit Cysteinylpeptid 107 durchgeführt werden (Abbildung 44). Um die 
Vergleichbarkeit zu bewahren, wurde die Reaktion ebenfalls bei einer 
Peptidkonzentration von 50 µM durchgeführt. Eine quantitative Hydrolyse wurde 
herbeigeführt, indem 109 mit NH4OH behandelt wurde. Die Fluoreszenzintensität des 
erhaltenen Hydrolyseprodukts definierte die maximale Fluoreszenzintensität bei dieser 
fNCL. Dabei wurde eine 39-fache Erhöhung der Fluoreszenzintensität bei 525 nm, 






Abbildung 45: Die Fluoreszenzintensität wurde bei 525 nm bestimmt. A) Übersicht der NCL zwischen 
Peptidthioester 109 und Cysteinylpeptid 107 unter der Verwendung von 87. B) Fluoreszenzintensitäten 
der Reaktion von 109 mit 107 in An- und Abwesenheit von 87 bei einer Peptidkonzentration von 50 µM. 
HPLC-Spur von C) 50 µM und F)  5 µM 109 im Reaktionspuffer nach 180 min. HPLC-Spur der 
Reaktion von 109 mit 107 in Anwesenheit von 87 bei einer Peptidkonzentration von D) 50 µM und G) 5 
µM. HPLC-Spur der Reaktion von 109 mit 107 bei einer Peptidkonzentration von E) 50 µM und H) 5 
µM. 
Das bedeutet, dass die Fluoreszenzlöschung von Thiol HSQ effizient genug war, um 
eine NCL mit Hilfe der Fluorometrie zu verfolgen. Die Stabilität des Peptidthioesters 
wurde untersucht, indem das Fluoreszenzsignal von 109 über 180 min im 
Reaktionspuffer verfolgt wurde (Abbildung 45 A). Die Fluoreszenzintensität zeigt die 
Bildung von 3.5% Hydrolyseprodukt an. Dies stimmt in einem abgeschätzten 
Fehlerbreich mit dem Ausmaß der Hydrolyse von 2% überein, welche durch die UPLC-
MS-Analyse des Aliquots bei 180 min bestimmt wurde (vgl. Abbildung 45 D und C). 
Die nicht Templat-gesteuerte NCL zwischen 109 und 107 zeigte bei 180 min eine 
Fluoreszenzintensität, welche einer Ausbeute von 5% von 110 entsprach (Abbildung 45 
A). Die Analyse des entsprechenden Aliquots mit Hilfe der UPLC-MS zeigte eine 
Ausbeute von 3% an (Abbildung 45 E). Diese Ausbeute stimmte mit der durch die 
Fluorometrie bestimmten Ausbeute überein. Ein erheblicher Anstieg der 
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Fluoreszenzintensität wurde nach Zugabe von 0.5 Äquivalenten von Templat 87 
beobachtet (Abbildung 45 A). In der UPLC-MS-Analyse konnte nachgewiesen werden, 
dass dieser Anstieg mit der Bildung des Ligationsprodukts 110 zusammenhängt. Hier 
konnte eine Ausbeute von 50% von 110 (entspricht 100% der Maximalausbeute) 
bestimmt werden (Abbildung 45 D). Die Fluoreszenzintensität zum Zeitpunkt 180 min 
entspricht einer Ausbeute von 48% von 110 (Abbildung 45 A). Gerade bei einer 
Peptidkonzentration von 5 µM wird der Vorteil der Fluorometrie gegenüber der UPLC-
MS deutlich hervor. Auch hier wurden Peptid 109 und 107 zur Reaktion gebracht. Bei 
einer Reaktion zwischen 109 und 107 konnte mit Hilfe der UPLC-MS in Anwesenheit 
(Abbildung 45 G) und Abwesenheit (Abbildung 45 H) kein Reaktionsprodukt 110 
nachgewiesen werden. Das Signal ist nicht mehr vom Rauschen zu unterscheiden und 
kann ohne Aufkonzentrieren der Aliquote nicht mehr nachgewiesen werden. Ebenfalls 
konnte auch die Stabilität von 109 im Reaktionspuffer nicht mehr mit Hilfe der UPLC-
MS untersucht werden (Abbildung 45 F). Dies gelang bei der gegebenen 
Peptidkonzentration nur mit der Fluorometrie (Abbildung 45 B). Auch hier wurde 
wieder die maximale Fluoreszenzintensität durch die Hydrolyse von Thioester 109 mit 
NH4OH bestimmt. So konnte die Ausbeute von 110 aus der Reaktion zwischen 109 und 
107 ohne Templat 87 mit 2% bestimmt werden (Abbildung 45 B). Die 
Reaktionsgeschwindigkeit stieg deutlich an nachdem 0.5 Äquivalente Templat 87 
hinzugefügt wurden. So stieg die Ausbeute nach 180 min auf 46% (entspricht 92% der 
Maximalausbeute) an. Die Hydrolyse des Thioesters allein im Reaktionspuffer erfolgte 
mit einer Ausbeute von 1.9%. Das bedeutet, dass die Reaktivität von Peptidthioestern 
wie 109 hoch genug war, um eine fNCL durchzuführen. Zudem lieferten die Echtzeit-
Fluorometrie und UPLC-MS als orthogonale Messmethoden ähnliche Ergebnisse. Ein 
großer Vorteil dieser Methode ist, dass im Folgenden auf zeitaufwendige UPLC-





4.4 Doppelsträngige DNA Template für die fNCL 
Die Transkription jedes Gens wird durch regulatorische Regionen der DNA 
gesteuert.267,268 Diese Regionen bestehen aus kurzen Abschnitten von DNA mit 
definierten Sequenzen, welche von genregulierenden Proteinen gebunden werden 
können. Es existiert eine Vielzahl von Strategien, wie Proteine DNA binden und 
erkennen können.269,270  
 
Abbildung 46: Proteine können doppelsträngige DNA binden. Hier: zwei Coiled-coil-Peptide bilden ein 
Dimer und binden die doppelsträngige DNA an der großen Furche. 
Ein häufig untersuchtes DNA-Bindungsmotiv ist der Leucin-Reißverschluß (basic 
leucine zipper, bZIP).271 Das bZIP-Motiv vermittelt sowohl die Bindung an der DNA 
als auch die Proteindimerisierung. Hier werden zwei α-Helices in Gegenwart von DNA 
so zusammenführt, dass ein Coiled-coil-Dimer entsteht. Diese zwei α-Helices trennen 
sich an ihren Enden so auf, dass sie eine Y-förmige Struktur bilden (Abbildung 46). 
Diese binden die DNA wie eine Wäscheklammer (Abbildung 46). Viele 
genregulierende bZIP-Proteine binden DNA als Homodimere. Regulatorische Proteine, 
wie bZIP, können sich aber auch aus nicht identischen Monomeren zusammenfügen, 
um Heterodimere zu bilden. Dieses Verhalten erweitert das Repertoire an Spezifität wie 
DNA gebunden werden kann. Werden z.B. zwei unterschiedliche bZIP-Monomere 
vermischt, werden bereits drei verschiedene DNA-Bindungsspezifitäten erhalten. Bei 




Abbildung 47: Möglichkeiten der Dimerisierung von Proteinen an doppelsträngiger DNA. Die 
Dimerisierung kann über eine sogenannte „monomere Route“ stattfinden. Hier binden die DNA-
bindenden Proteine nacheinander an der doppelsträngigen DNA (untere Route). Die Dimerisierung von 
DNA-bindenden Proteinen kann aber auch vor der Bindung der DNA stattfinden („dimere Route“; obere 
Route). 
Einige der einfachsten DNA-Erkennungsmotive (Abbildung 48) lassen sich in den 
dimeren Transkriptionsfaktoren der bZIP, Homeodomäne, Rel/NF-kB und HLH-
Familien finden. Kinetisch gibt es zwei Extremwerte bei der Dimerisierung zweier 
Proteine in der Anwesenheit einer doppelsträngigen DNA. Einmal die „dimere Route“ 
und zum andern die „monomere Route“ (Abbildung 47). Oft wird die sogenannte 
„monomere Route“ der sogenannten „dimeren Route“ bevorzugt.272,273 Einmal werden 
beide Bindungsschritte der monomeren Route durch die elektrostatischen 
Wechselwirkungen zwischen Protein und DNA unterstützt. Die elektrostatischen Kräfte 
wirken über große Distanzen und beschleunigen die Assoziationsgeschwindigkeit. 
Somit ist die monomere Route in vielen Fällen die schnellere Route. Der 
geschwindigkeitsbestimmende Schritt der finalen Komplexbildung in der dimeren 
Route ist dagegen die langsamer ablaufende Proteindimerisierung. Weiterhin ist das 
Monomer-DNA-Intermediat kinetisch weniger stabil als der Dimer-DNA-Komplex. 
Das Fluorescein(FAM)-Rhodamin(Rho)-FRET-Systems wurde als Werkzeug für die 
Untersuchung von Jun-Fos-Dimer-Bildungs-Kinetiken an doppelsträngiger DNA 
verwendet.273 Als doppelsträngige DNA wurde die AP-1 Erkennungssequenz mit dem 






Abbildung 48: Schematische Darstellung des DNA-Doppelstrangs mit der AP-1 bindenden Region und 
den Jun- und Fos-Proteinen, welche diese als Heterodimer binden können.  
Ausgehend hiervon soll nun überprüft werden, inwiefern die Zugabe der AP-1-DNA-
Sequenz dazu genutzt werden kann, die Annäherung der Leucin-Zipper-Motive von Jun 
und Fos zu beschleunigen kann. Die AP-1-DNA soll als Templat dieser Reaktion 
fungieren. Der Verlauf der Reaktion sollte wieder mit Hilfe der neuen fluorogenen 
nativen Peptidverknüpfung überwacht werden. Hierzu mussten die Jun- und Fos-
Peptide als Thioester und Cysteinylpeptide modifiziert werden. Diese reaktiven 
Gruppen sollen am C-Terminus platziert werden, da sich Jun und Fos bei der Bildung 




Abbildung 49: A) Testsynthese zur Bestimmung der Machbarkeit der linearen Synthese der Jun- und 
Fos-Proteine Jun-1 und Fos-1. Zur Bestimmung der Ausbeuten wurde das Harz initial mit Tryptophan 
vorbeladen. B) Chromatogramm der unaufgereinigten Abspaltlösung von Jun-1. Die Ausbeute wurde mit 
Hilfe der Absorptionsspekroskopie mit der Fmoc-Abspaltlösungslösung bei 301 nm bestimmt. C) 
Chromatogramm der unaufgereinigten Abspaltlösung von Fos-1. Die Ausbeute wurde identisch zu C) 
bestimmt. D) MALDI-TOF-Spektum der unaufgereinigten Abspaltlösung von Fmoc geschützten Jun-1. 
Gefundene Masse für Fmoc geschützten Jun-1: 7128.8 [M+H]+. Gesuchte Masse für Fmoc geschützten 
Jun-1: 7128.4 [M+H]+. E) MALDI-TOF-Spektrum der unaufgereinigten Abspaltlösung von Fmoc 
geschützten Fos-1. Gefundene Masse für Fmoc geschützten Fos-1: 7000.5 [M+H]+. Gesuchte Masse für 
Fmoc geschützten Fos-1: 7003.9 [M+H]+. 
Da es sich bei Jun- und Fos-Proteine um relativ große Peptide handelt, sollte zunächst 
die Machbarkeit der Synthese überprüft werden. Zur Synthese wurden aus Jun der 
Abschnitt von Aminosäure 242-298 (Jun-1 Abbildung 49 A) verwendet. Von Fos wird 
der Abschnitt von Aminosäure 139-193 (Fos1 Abbildung 49 A) verwendet. Das Fos- 
Peptid ist ein 54-mer, wobei Jun-Peptid ein 57mer ist. Beide Peptide besitzen einen 
Coiled-coil C-Terminus und einen basischen N-Terminus. Die Coiled-coil-Motive 
bestehen bei beiden Peptiden aus 28 Aminosäuren, was 4 Heptadwiederholungen 
entspricht. So ist sichergestellt, dass die Leucin-Zipper-Domänen von Jun und Fos sich 
gegenseitig erkennen können. Die basischen Eigenschaften des N-Terminus sind durch 
die vermehrte Anwesenheit von Lysin und Arginin gegeben. Zur Überwachung der 
Ausbeuten mit Hilfe der Absorptionsspektroskopie, wurde am C-Terminus bei Fos und 
Jun jeweils ein Tryptophan eingefügt. Das Tryptophan wurde manuell auf das Harz 
gekuppelt, um anschließend die entsprechende Peptidsequenz durch den 
Peptidsynthesizer auf dem Harz aufzubauen (Abbildung 49 A). Ab der 8. Aminosäure 
wurde eine Doppelkupplung durchgeführt. Für das Jun-Peptid Jun-1 konnten 





Fos-1 59% nach Fmoc-Abspaltung (Abbildung 49 C) erreicht werden. Auch die 
MALDI-Messungen aus den unaufgereinigten Abspaltlösungen beider Peptide zeigten 
die entsprechenden Zielmassen der beiden Peptide im MALDI-Spektrogramm 
(Abbildung 49 D, E). Beim Jun-Peptid zeigte sich eine Abbruchsequenz bei 282Ser und 
viele Abbruchsequenzen im basischen Abschnitt des Peptids (Abbildung 49 D, E). 
Dennoch waren die Ausbeuten und Reinheiten ausreichend, um dieses 
Syntheseprotokoll für die kommenden Peptidsynthesen anzuwenden.  
 
Abbildung 50: A) Synthese der von den Jun- und Fos-Protein abgeleiteten C-terminalen 
Cysteinylpeptiden JunCTCys und FosCTCys. B) MALDI-TOF-Sprektum der unaufgereinigten 
Abspaltlösung von Fmoc geschützten JunCTCys. Gefundene Masse für Fmoc geschützten JunCTCys: 
7180.0 [M+H]+. Gesuchte Masse für Fmoc geschützten JunCTCys: 7173.6 [M+H]+. C) MALDI-TOF-
Spektrum der unaufgereinigten Abspaltlösung von Fmoc geschützten FosCTCys. Gefundene Masse für 
Fmoc geschützten FosCTCys: 7050.0 [M+H]+. Gesuchte Masse für Fmoc geschützten FosCTCys: 
7049.0 [M+H]+. 
Um die fNCL zwischen den Jun- und Fos-Peptiden mit Hilfe von DNA als Templat 
durchführen zu können, sollen die C-Termini entsprechend als fluorogener Thioester 
und als Cysteinylpeptid modifiziert werden. Die Modifizierung mit Cystein stellte sich 
dabei als unproblematisch heraus. Cystein wurde an den C-Terminus beider Peptide 
gebracht, indem ein ChemMatrix Harz mit Fmoc-Lys(Mmt)-OH beladen wurde. 
Anschließend wurde mit verdünnter TFA-Lösung das Mmt entfernt. Das freie -Amin 
konnte so wiederum mit Boc-Cys(MeBzl)-OH modifiziert werden (Abbildung 50 A). 
Anschließend konnte das Jun- und Fos-Peptid wie oben beschrieben mit Hilfe der 
automatisierten Peptidsynthese aufgebaut werden. Der Aufbau dieser Cysteinylpeptide 
verlief analog zu den unmodifizierten Peptiden. Die C-terminalen Cystein-
funktionalisierten Jun- und Fos-Peptide werden im Folgenden als JunCTCys bzw. als 
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FosCTCys bezeichnet. JunCTCys wurde mit einer Ausbeute von 37% (Abbildung 
50 B) und FosCTCys von 56% (Abbildung 50 C) erhalten werden. 
 
Abbildung 51: A) Synthese der von den Jun- und Fos-Protein abgeleiteten C-terminal modifizierten 
Peptiden Jun-2 und Fos-2. B) MALDI-TOF-Sprektum der unaufgereinigten Abspaltlösung von Jun-2. 
Gefundene Masse für Jun-2: 7198.2 [M+H]+. Gesuchte Masse für Jun-2: 7225.4 [M+H]+. C) MALDI-
TOF-Spektrum der unaufgereinigten Abspaltlösung von Fos-2. Gefundene Masse für Fos-2: 7089.8 
[M+H]+. Gesuchte Masse für Fos-2: 7101.1 [M+H]+. 
Um die charakteristische fluorogene Thioesterstruktur aufzubauen, wurde ein 
ChemMatrix Harz mit Allyl-geschützten Asparaginsäure (Fmoc-Asp(OAllyl)-OH) 
beladen, um nach anschließender Fmoc-Deblockierung weiter mit Mmt-geschützten 
Lysin (Fmoc-Lys(Mmt)-OH) modifiziert zu werden (Abbildung 51 A). An dieser Stelle 
wurde nicht die in Abschnitt 4.3.1 gefundenen Bedingungen verwendet, da diese zu der 
Zeit noch nicht optimiert waren. Die entsprechend modifizierten Harze wurden um die 
Jun- und Fos-Sequenzen verlängert, um eine Identifizierung mit Hilfe von MALDI 
durchzuführen. Die Ausbeuten für die so verlängerten Jun- und Fos-Peptide Jun-2 und 
Fos-2 betrugen jeweils 53% (Abbildung 51 B) und 52% (Abbildung 51 C) und 





Die Markierung durch FAM und dem Fluoreszenzlöscher Dispers Rot soll durch eine 
Deblockierung der Lysinseitenkette von Mmt in Jun-2 und Fos-2 (Abbildung 52 B) 
exemplarisch an Jun-2 gezeigt) und eine anschließende Anknüpfung von FAM über 
eine Amidbindung erreicht werden. Eine anschließende Allyldeblockierung von 
Asparagin mit Hilfe von Palladium sollte die Veresterung der frei gewordenen 
Carbonsäure mit dem Fluoreszenzlöscher ermöglichen. 
 
Abbildung 52: Syntheseansatz zur Darstellung eines fluorogenen Thioesters Jun-5 des Jun-Proteins. A) 
Synthese von Jun-3 mit Hilfe der automatisierten Peptidsynthese als Ausgangspunkt für die folgende 
Synthesesequenz. Zur Synthese: a) 1. 1% TFA in DCM; 2. 5/6 Carboxyfluorescein, PyBOP, Oxyma, 
DIPEA in DMF. b) Pd/C, PhSiH3 in CH2Cl2. B) Chromatogramm der unaufgereinigten Abspaltlösung 
von Jun-3. C) Chromatogramm der unaufgereinigten Abspaltlösung von Jun-4. D) Chromatogramm der 
unaufgereinigten Abspaltlösung von Jun-5. 
Es stellte sich früh heraus, dass die Veresterung der Asparaginseitenkette mit dem 
Fluoreszenzlöscher unter der Anwesenheit von PyBoP lediglich zur quantitativen 
Aspartimidbildung führte. Somit wurde Asparaginsäure durch Glutaminsäure ersetzt 
(Abbildung 52 B).  
Die entsprechende Synthese des manuell vorbeladenen Harzes mit anschließender 
Verlängerung um die Jun- und Fos-Sequenz, lieferten ebenfalls vergleichbare 
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Ausbeuten. Um Überacetylierungen zu verhindern, wurde an dieser Stelle bei der 
folgenden Modifikation des Mmt-geschützten Lysins mit FAM zusätzlich ein 
Pivalonsäure geschütztes FAM-Molekül verwendet. 
Da die Fmoc-Gruppe schon vor der Thioester-Bildung entfernt wurde,  wurde die Jun- 
und Fos-Sequenzen am N-Terminus zusätzlich um eine Boc-Gly-OH-Gruppe 
verlängert, um den freien N-Terminus beider Peptide zu blockieren. Würde die Fmoc-
Entschützung nach der Thioester-Bildung durchgeführt werden, würde ein vorhandener 
Thioester der Aminolyse durch Piperidin unterliegen. Schließlich kann durch die finale 
Abspaltung des Peptids sichergestellt werden, dass alle am Ende der Synthese 
vorhandenen Schutzgruppen durch TFA entfernt werden, um schließlich das vollständig 
entschützte Volllängenpeptid zu erhalten. Es konnte gezeigt werden, dass eine 
Kupplung von FAM(OPiv)2 unter diesen Umständen (1.5 Äq FAM(OPiv)2, 3 Äq 
PyBOP, 3 Äq Oxyma, 6 Äq DIPEA) möglich ist. Durch die vollständige Abspaltung der 
Zielsequenz mit TFA konnte das gewünschte Reaktionsprodukt Jun-4 in der 
Rohmischung nachgewiesen werden (Abbildung 52 C). Zudem konnten noch Spuren 
von partiell nicht vollständig Pivalonsäure-deblokierter FAM-Molekülen nachgewiesen 
werden. An dieser Stelle war eine schlechte Auftrennung des Hauptprodukts von den 
Nebenprodukten in der HPLC zu beobachten. Das Problem des unvollständig 
deblockierten FAM-Bausteins, könnte einfach durch den Zusatz von TFMSA zum 
Abspaltcocktail gelöst werden. Anschließend wurde die allyl-geschützte 
Carboxylseitenkette der C-terminalen Glutaminsäure mit Hilfe von Pd(Ph3)4 
deblockiert. Danach wurden 5 Äq HSQ, 5 Äq PyBOP, 5 Äq Oxyma und 10 Äq DIPEA 
auf das Harz gegeben. Das Chromatogramm der Abspaltmischung zeigte im Vergleich 
zu dem von Jun-4 wenig Unterschiede (Abbildung 52 D). Eine ausreichende HPLC-
Auftrennung konnte nicht beobachtet werden. Weiterhin konnte mittels ESI-MS das 
gewünschte Reaktionsprodukt Jun-5 in der Vielzahl der Signale nicht nachgewiesen 
werden. Somit fand kein erfolgreicher Umsatz von der Carbonsäureseitenkette der C-
terminalen Glutaminsäure mit dem Fluoreszenzlöschers statt. Wurde die Veresterung 
mit HSQ vor der FAM-Markierung durchgeführt, konnten die gewünschten Thioester 
Jun-5 und Fos-5 in den Rohmischungen nachgewiesen werden. Auch hier konnten die 
Peptide aufgrund der schlechten Auftrennung im Chromatogramm nicht isoliert werden. 
Die Ausbeuten von Jun-5 und Fos-5 konnten lediglich mit dem Dekonvolierungs-
Werkzeug im Massenspektrometer auf 15% bzw. 10% abgeschätzt werden. Die 





derart, dass diese nicht stattfinden konnte. So musste in Frage gestellt werden, dass mit 
dieser Strategie ein Zugang zur charakteristischen fluorogenen Thioesterstruktur an den 
C-Termini von den Jun- und Fos-Peptiden möglich war. 
Dabei wurden zwei Hauptprobleme identifiziert. Zum einen, die geringe Auftrennung 
und somit die daraus folgenden Probleme bei der Isolierung der Zielmoleküle. Zum 
anderen werden nach dem Aufbau der mit Boc-Gly-OH modifizierten Jun- und Fos-
Peptide zu viele Reaktionsschritte benötigt, um zum Zielmolekül zu gelangen. So wären 
es von der Mmt-Deblockierung bis zum Aufbau der charakteristischen fluorogenen 
Thioesterstruktur bereits vier Reaktionsschritte: die Mmt-Entschützung, die Kupplung 
von FAM, die Allyl-Entschützung und die Veresterung mit HSQ. Nicht jeder dieser 
Reaktionsschritte kann quantitativ ablaufen. Es muss eine Möglichkeit gesucht werden 
die charakteristische fluorogene Thioesterstruktur in möglichst wenigen 
Reaktionsschritten mit schnellen Reaktionszeiten aufzubauen. Die Kupfer-katalysierte 
Cycloaddition zwischen einem organischen Azid und einem Alkin (CuAAC) ist eine 
schnelle Reaktion und kann in DMF der fester Phase durchgeführt werden. Sie ist 
kompatibel mit den permanenten Schutzgruppen am Volllängenpeptid. Es wurde ein auf 
Azidolysin basierendes Monomer synthetisiert, welches bereits die fluorogenen 
Eigenschaften trägt. Dies Monomer soll die FRET-Partner Fluorescein und Dispers Rot 
tragen. Durch FRET wird die Fluorescein-Fluoreszenz von Dispers-Rot-Rest gelöscht. 
 
Abbildung 53: a) HSQ, DIPEA, PyBOP 16 h in DMF, 80 %, b) 4 M HCl in Doxan, 30 min, quant., c) 
5/6-Carboxyfluorescein (FAM), PyBOP in DMF, 16 h, 70 %. 
Molekül 123 sollte die Einführung der fluorogenen Thioesterstruktur in die Jun- und 
Fos Peptide ermöglichen (Abbildung 53). Die Carboxylfunktion von 120 wurde dabei in 
einen Thioester umgewandelt, wobei es sich bei dem Thiol um HSQ handelt. Der α-
Stickstoff wurde über eine Amidbindung mit ein 5/6-Carboxyfluorescein ausgestattet. 




Abbildung 54: A) Synthese der von Jun-6 und Fos-6 als C-terminal modifizierte Peptide, welche sich 
von den Jun- und Fos-Proteinen ableiten. B) Chromatogramm der unaufgereinigten Abspaltlösung von 
Jun-6. C) Chromatogramm der unaufgereinigten Abspaltlösung von Jun-6. 
Das für die CuAAC benötigte Alkin wurde in Form von Hexin am C-Terminus der Jun- 
und Fos-Peptiden platziert (Abbildung 54 A). Hierzu wurde ein ChemMatrix Harz mit 
Fmoc-Lys(Mmt)OH beladen und anschließend wurde die Mmt-Schutzgruppe mit 2% 
TFA entfernt Das freie −Amin konnte durch eine Amidbindung mit 5-Hexinsäure 
verknüpft werden. um Fos-6 und Jun-6 zu erhalten, wurde vorher mit Hexin beladene 
Harz unter den anfangs optimierten Reaktionsbedingungen mit Hilfe der automatisierten 
Festphasensynthese um die Jun- und Fos-Sequenzen erweitert (Abbildung 54). Um zu 
verhindern, dass während der Click-Reaktion freie N-terminale Amine anwesend sind, 
welche den Thioester in 123 hydrolysieren könnten, wurden die Volllängenpeptide von 
Fmoc befreit und um ein Boc-Gly-OH verlängert. Denn die Boc-Schutzgruppe wird 
während der Abspaltung des Volllängenpeptids entfernt. Die Entschützung des N-
terminalen Amins von Fmoc ist in Anwesenheit des gebildeten Thioesters nicht mehr 
möglich ohne den Thioester zu zerstören. Die alkinmodifizierten, harzgebundenen Jun- 
und Fos-Peptide wurden mit dem fluorogenen Azidomonomer im Überschuss zur 
Reaktion gebracht. Dazu wurden 4 Äq fluorogenes Azidomonomer 123 in der 
Anwesenheit von 20 Äq DIPEA in einer gesättigten CuI-DMF-Lösung auf das Harz 
gegeben. Das überschüssige fluorogene Azidomonomer konnte einfach vom Harz 
filtriert und weggewaschen werden. Die Rohmischung der so modifizierten Jun- und 
Fos-Peptide zeigten beide einen neuen Peak bei höheren Retentionszeiten im HPLC-





Abbildung 55 D). Diese Peaks konnten durch die ESI-Spektren als die gewünschten 
Cycloadditionsprodukte von Jun-6 und Fos-6 mit dem fluorogenen Azidomonomer 123 
identifiziert werden. Für die Jun- und Fos-Peptide wurden Umsätze von 36% bzw. 48% 
ermittelt. Diese Methode zeigte einen deutlich verbesserte Auftrennung der 
Reaktionsprodukte und die gewünschten C-terminalen fluorogenen Thioester konnten 
isoliert werden. Die entsprechenden Jun- und Fos-Thioester werden im Folgenden als 
JunCTTE (Jun C-Terminaler ThioEster) und als FosCTTE (Fos C-Terminaler 
ThioEster) bezeichnet (Abbildung 55 E, Abbildung 55 F). 
 
Abbildung 55: A) Chromatogramm von Jun-7 zur Durchführung einer Click-Reaktion am Harz. B) 
Chromatogramm von Fos-7 zur Durchführung einer Click-Reaktion am Harz. C) Chromatogramm der 
unaufgereinigten Abspaltlösung von JunCTTE. D) Chromatogramm der unaufgereinigten Abspaltlösung 
von FosCTTE. E) Struktur von JunCTTE. Chromatogramm des HPLC-aufgereinigten JunCTTE. F) 
Struktur von FosCTTE. Chromatogramm des HPLC-aufgereinigten FosCTTE. Die auf das Harz 




Abbildung 56: Die Fluoreszenzintensität wurde bei 525 nm bestimmt. A) Reaktionsschema für die 
Templat-gesteuerte fNCL der Thioester JunCTTE und FosCTTE und den Cysteinylpeptiden FosCTCys 
und JunCTCys in Anwesenheit der dsDNA AP-1. B)-F) Fluoreszenzintensitäten der Reaktion von 
FosCTTE und JunCTTE mit FosCTCys und JunCTCys in An- und Abwesenheit von AP-1 bei einer 
Peptidkonzentration von 0.5 µM. 
Um die Hydrolyseempfindlichkeit (Hintergrundreaktion) von JunCTTE und FosCTTE 
bei einer Konzentration von 0.5 µM Peptid im Reaktionspuffer(+/- AP1-dsDNA, 
100 mM NaH2PO4, 100 µM TCEP, 1% „Roche Blocking Agent“, pH 7,0) zu 
untersuchen, wurden JunCTTE und FosCTTE im Fluoreszenzspektrometer über 180 





Hintergrundreaktion, wodurch angenommen werden konnte, dass die entsprechenden 
Thioester unter den gegebnen  Reaktionsbedingen hydrolysestabil ist. Werden die mit 
NH4OH hydrolysierten Thioester vermessen, konnte eine deutlich höhere 
Fluoreszenzintensität nachgewiesen werden. Für die fluorogene native chemische 
Peptidverknüpfung kann dieser Wert als quantitativer Umsatzes (100%-Wert) definiert 
werden (Abbildung 57 A, B).  
Es zeigte sich, dass dieser Wert nicht immer konstant blieb. In drei von vier 
unabhängigen Experimenten sank dieser über die Messzeit und erreichte anschließend 
eine Art Plateau (vgl. Abbildung 56 B, C und E). Dabei zeigte sich nach einer Zeit von 
180 min noch ein Anteil der Initialfluoreszenzintensität von 79% (FosCTTE 
hydrolysiert, Abbildung 56 A), 78% (FosCTTE hydrolysiert, Abbildung 56 B), 72% 
(JunCTTE hydrolysiert, Abbildung 56 C) und 0% (JunCTTE hydrolysiert, Abbildung 
56 D). Um einen Templat-Effekt bei der Reaktion der fluorogenen Thioester mit einem 
angenäherten Cysteinylpeptid nachzuweisen, mussten die Reaktionskinetiken der 
fluorogenen Thioester mit den Cysteinylpeptiden in An- und Abwesenheit des DNA-
Templats beobachtet werden. Bei der JunCTTE konnte durch das alleinige Hinzufügen 
von JunCTCys, allerdings auch FosCTCys ein Anstieg der Fluoreszenzintensität nach 
180 min beobachtet werden (Abbildung 57 A, B). Dieser Effekt konnte auf die 
Anwesenheit der entsprechenden Cysteinylpeptide zurückgeführt werden. Der gleiche 
Effekt kann bei FosCTTE mit JunCTCys und FosCTCys beobachtet werden 
(Abbildung 57 A). Wurden äquimolare Mengen der doppelsträngigen AP-1 Sequenz zu 
den Thioestern und Cysteinylpeptiden hinzugegeben, konnte bei den Reaktionen mit 
FosCTTE kein weiterer Anstieg der Reaktionsgeschwindigkeit, verglichen zur 
Reaktion von FosCTTE mit JunCTCys bzw. FosCTCys, beobachtet werden. Im 
Gegensatz dazu kann bei JunCTTE durch die Zugabe von AP-1 des Fluoreszenzsignal 




Abbildung 57: Übersicht zu den Ligationsexperimenten zwischen den von den Jun- und Fos-Peptiden 
abgeleiteten Thioestern und Cysteinylpeptiden in An- und Abwesenheit des DNA-Doppelstranges AP-1. 
Die Fluoreszenzintensität wurde bei 525 nm bestimmt.  A) Native chemische Peptidverknüpfung von 
FosCTTE mit Zugabe von FosCTCys, JunCTCys und AP-1. B) Native chemische Peptidverknüpfung 
von JunCTTE mit Zugabe von FosCTCys, JunCTCys und AP-1. 
Obwohl bei der Reaktion von FosCTTE mit JunCTCys eine vergleichbare 
Bindungsmechanik wie bei JunCTTE und FosCTCys beobachtet wird, trat hier kein 
stärkerer Anstieg der Fluoreszenzintensität auf. Das Ausbleiben eines 
Fluoreszenzanstiegs bei der Reaktion von FosCTTE und FosCTCys mit AP-1 könnte 
durch den zu hohen KD-Wert des Fos-Homodimers (KD ≈ 6 µM)
274 erklärt werden. Das 
Ausbleiben eines Fluoreszenzanstiegs bei FosCTTE und JunCTCys mit AP-1 kann 
jedoch nicht erklärt werden. Die Tendenz vom Jun-Homodimer zur Bindung der AP-1 
Sequenz konnte auch nicht beobachtet werden (Abbildung 56 D).275 
Es sollte die Ursache für die immer wieder auftretende Absenkung der 
Fluoreszenzintensität der hydrolysierten Thioestern im Reaktionspuffer gefunden 
werden. Der Verlust an Fluoreszenzintensität kann etwa auf die Bildung von Jun- oder 
Fos-Homodimeren zurückzuführen sein. Das würde die lokale Konzentration an FAM-
Molekülen in den Homodimeren am C-Terminus erhöhen und könnte zu einer 
Unterdrückung der FAM-Fluoreszenz durch ein benachbartes FAM-Molekül führen. 
Gerade beim Durchführen der Reaktionen im wässrigen Medium tendieren die 
hydrophoben Leucin-Zipper-Domänen dazu, sich selbst zu binden. Über die 
Reaktionszeit würden sich so immer mehr FAM-markierte Homodimere bilden. Dies 
kann zu einer ungewollten Auslöschung der zu beobachteten Fluoreszenz führen. Auch 
wurde im Verlauf der Experimente eine verminderte Löslichkeit der CuAAC-
modifizierten Peptide festgestellt. Um das Löslichkeitsproblem weiter zu untersuchen, 





Detergentien im Reaktionspuffer vermessen werden. Um zu untersuchen, ob das 
Absinken der Maximalfluoreszenz durch die Bildung der oben beschriebenen 
Homodimeren zurückzuführen war, sollen zudem strukturbrechende Detergentien zum 
Einsatz kommen.  
 
Abbildung 58: Die Fluoreszenzintensität wurde bei 525 nm bestimmt. A) Anteile der 
Initialfloureszenzen des hydrolysierten Thioesters JunCTTE nach 12 h unter der Zugabe von 0.1% 
DDM, 0.5% Tween 20, 0.5 % Triton X100, 1% NP 40 und B) 0.1% BSA zum Puffer. Puffer: 100mM 
NaH2PO4, 1mM TCEP, pH 7.0. 
Als amphiphile Detergentien wurden n-Dodecyl β-D-maltoside (DDM), Tween 20, 
Triton X100 und NP40 verwendet. Diese Detergentien sind in der Lage Mizellen zu 
bilden, sollten aber die strukturelle Integrität der Peptide erhalten und agieren so als 
Löslichkeitsvermittler. Die hydrolysierten Peptide wurden bei 2.5 µM und 1 µM in 
Anwesenheit der vier genannten Detergentien beobachtet. Dabei ließ sich für beide 
Konzentrationen bei allen Detergentien ein starker Abfall der Fluoreszenzintensität über 
die Reaktionszeit (Endpunkt = 12 h) beobachten. Sowohl bei 2.5 µM und 1 µM sinkt 
die Fluoreszenzintensität anfangs sehr stark und erreicht dann nach 12 h einen 
konstanten Wert (Abbildung 58 A). Bei 2.5 µM sank die Fluoreszenzintensität auf einen 
Wert von 45% (bei DDM) bis zu 70% (mit Triton X100) der Anfangsfluoreszenz 
(t = 0). Bei 1 µM sinkt die Fluoreszenzintensität im Bereich von 35% bei DDM bis zu 
65% der Anfangsfluoreszenz, sowohl bei NP40 und Triton X100. BSA ist ein häufig 
verwendetes Detergenz zur Unterdrückung von unspezifischen Bindungen. Durch die 
Zugabe von BSA sollte untersucht werden, ob die sinkende Fluoreszenzintensität auf 
unspezifische Bindungen wie z.B. mit dem Küvettenmaterial zurückzuführen ist 
(Abbildung 58). So führte die Zugabe von BSA zu einem Absinken der 
Anfangsluoreszenzintensität auf 45% bei 2.5 µM Peptidkonzentration des 
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hydrolysierten Thioesters bis zu 30% bei 1 µM (Abbildung 58 B). Das durch die 
Erhöhung der Peptidkonzentration geringere Anteile der Initialfluoreszenz des 
hydrolysierten JunCTTE nachgewiesen wurden, deutet darauf hin, dass das Absinken 
der Fluoreszenzintensität eher auf einen Struktureffekt des hydrolysierten Thioesters 
und nicht auf Löslichkeitsprobleme oder durch Anhaftung an der Küvettenwand 
zurückzuführen war. Bei höheren Peptidkonzentrationen wird die Bildung von 
Homodimeren (Jun-Homodimer: KD ≈ 4.7 µM)
273 begünstigt, wodurch die erhöhte 
Fluoreszenzlöschung erklärt werden könnte. Die Bildung von Mizellen konnte 
allerdings die vermutete Bindung der Leucin-Zipper-Domänen untereinander nicht 
verhindern. Es wurden ähnliche Trends für das Absinken der Fluoreszenzintensität wie 
im wässrigen Puffer beobachtet.  
 
Abbildung 59: Die Fluoreszenzintensität wurde bei 525 nm bestimmt. A) Anteile der 
Initialfloureszenzen des hydrolysierten Thioesters JunCTTE nach 12 h unter der Zugabe von 0.1% 
DDM, 0.5% Tween 20, 0.5% Triton X100, 1% NP 40 und FosCTCys (nach 3 h) zum Puffer. B) Anteile 
der Initialfloureszenzen des hydrolysierten Thioesters JunCTTE nach 12 h unter der Zugabe von 
Gunadinium Hydrochlorid und Harnstoff. Zusätzlich ist der Anteil der Fuoreszenzintensität von 
JunCTTE nach einem tryptischen Verdau gezeigt. 
Sollte das Absinken der Fluoreszenzintensität durch die Bildung von Homodimeren 
verursacht werden, müsste die Zugabe eines konkurrierenden Bindungspartners, 
welcher die Wechselwirkung zwischen den Homodimeren unterbricht, dieses Absenken 
unterdrücken können. Zur Überprüfung dieser Hypothese wurde bei einer 
Peptidkonzentration von 1 µM FosCTCys zu dem hydrolysierten JunCTTE gegeben. 
Dies sollte die Homodimere aufbrechen und die Bildung der entsprechenden 
Heterodimere ermöglichen (Fos·Fos-Homodimer KD ≈ 6 µM, Jun·Fos-Heterodimer 
KD ≈ 106 nM
273). Cystein am C-Terminus von FosCTCys sollte zudem keine 
fluoreszenzunterdrückenden Eigenschaften haben. Die initiale Zugabe von FosCTCys 





Peptidkonzentration von 1 µM (Abbildung 59 A). Die Initialfluoreszenz würde so durch 
die Zugabe von FosCTCys teilweise wieder hergestellt. Auch die Zugabe von 
FosCTCys zu 2 µM hydrolysierten Thioester zeigt in allen Pufferbedingungen einen 
Anstieg der Fluoreszenzintensität zum Zeitpunkt der Zugabe. So konnte die Zugabe von 
2 µM FosCTCys zu 1µM hydrolysierten JunCTTE die initiale Fluoreszenzintensität 
fast komplett wiederherstellen (prozentualer Abfall nach 12 h ohne 2 µM FosCTCys: 
35%, mit 2 µM FosCTCys: 2%). Abbildung 59 zeigt den prozentualen Abfall der 
Anfangsfluoreszenz (t = 0) des hydrolysierten JunCTTE. 100% Abfall bedeuten das 
komplette Verschwinden der Fluoreszenz wohingegen 0% Abfall für den kompletten 
Erhalt der Anfangsfluoreszenz über die Zeit bedeuten. Die Ergebnisse aus Abbildung 59 
sind ein guter Hinweis dafür, dass die Abnahme der Fluoreszenzintensität auf eine 
Wechselwirkung der beiden Leucin-Zipper-Domänen vom hydrolysierten JunCTTE 
zurückzuführen ist. Um dies auf direktem Wege zu überprüfen, sollte der hydrolysierte 
Thioester Bedingungen ausgesetzt werden, welche seine strukturelle Integrität 
unterbrechen. Dazu wurden dem wässrigen Puffer chaotrope Salze hinzugefügt werden. 
Dabei handelt es sich um Verbindungen, welche hydrophobe Effekte unterbinden und 
Strukturen ,wie Peptide, in Lösung denaturieren können. Es wurde eine Lösung aus 6 M 
Guanidinium-Hydrochlorid zum hydrolysierten JunCTTE gegeben. Es zeigte sich, dass 
bei der Verwendung von Guanidinium Hydrochlorid kein Abfall (0% 
Fluoreszenzverlust) in der Fluoreszenzintensität zu beobachten war (Abbildung 59 B). 
Weiterhin wurde der hydrolysierte Thioester tryptisch verdaut. Trypsin spaltet seine 
Substrate nach den basischen Aminosäuren Lysin und Arginin. Die Fluoreszenzintenstät 
des resultierenden tryptischen Verdaus zeigt einen Abfall von lediglich 4%. Das 
Absinken der Fluoreszenzintensität anhand dieser Ergebnisse im direkten 
Zusammenhang mit den strukturellen Eigenschaften vom hydrolysierten JunCTTE. 
Zusammenfassend musste festgestellt werden, dass die Ergebnisse dieser fNCL keine 
aussagekräftigen Ergebnisse liefern. Bei der Verwendung der entsprechenden Jun- und 
Fos-Peptide in der fNCL finden wohl zu umfangreiche Nebenreaktionen in Konkurrenz 
zu der gewünschten Verknüpfungsreaktion statt. Es wurde ein Fluoreszenzabfall der 
hydrolysierten fluorogenen Thioester beobachtet, welcher auf die strukturellen 
Eigenschaften dieser zurückgeführt wurde. Es kann nicht Ausgeschlossen werden, dass 
die Einführung des Monomers 123 eine mögliche Reaktion zwischen Thioestern und 
Cysteinylpeptiden verhindert bzw. behindert. Trotz des geringen KD-Wert des Jun·Fos-
Heterodimers, wird bei der Bindung der beiden Proteine mit dsDNA die „monomere 
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Route“ durchlaufen.275  Es konnte allerdings kein konsistent wirkender Templat-Effekt 
von AP-1 auf die Jun- und Fos-Peptide nachgewiesen werden. Im folgenden Abschnitt 







4.5  Antikörper als Templat für die fNCL 
Antikörper oder auch Immunogluboline sind Y-förmige Proteine, welche sich aus zwei 
schweren und zwei leichten Ketten zusammensetzen. Die beiden schweren Ketten sind 
in der sogenannten Hindge-Region über Disulfidgruppen miteinander verknüpft und am 
Stamm der Y-Form miteinander verbunden. Die leichten Ketten bestehen aus einer 
variablen und einer konstanten Domäne. Die leichte Kette bindet die schwere Kette im 
Bereich der Arme der Y-Form. Dabei bilden die variablen Domänen von schwerer und 
leichter Kette die Antigenbindungstelle (Abbildung 60 A). Diese ist dabei in der Lage 
ein bestimmtes Epitop spezifisch zu binden. Bei Epitopen handelt es sich um 
Molekülteile oder einzelne Peptidabschnitte eines Proteins. Immunogluboline der 
Wirbeltiere sind in verschiedenen Klassen (Isotypen) unterteilt und können als 
Monomere (IgD, IgE und IgG), Dimere (IgA) und Pentamere (IgM) vorkommen 
(Abbildung 60 B). 
 
Abbildung 60: A) Schematische Darstellung eines Y-förmigen IgG-Antikörpers und die spezifische 
Bindung eines Epitops an die Antigenbindungsstelle, welche durch die Bindung beider variablen 
Domänen bzw. konstanter Domänen von schwerer und leichter Kette gebildet wird. B) Die fünf 
verschiedenen Isotypen der Immunogluboline in Wirbeltieren. C) Röntgenkristallstruktur eine IgG 
Antikörpers (PDB: 1IGT). 
Die Isotypen IgD, IgE und IgG können also zwei gleiche Epitope binden und aufgrund 
ihrer Flexibilität so in räumliche Nähe zueinander bringen. Folglich eignen sich 
Antikörper gut als Templat für eine fluorogene native chemische Peptidverknüpfung 
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und wurden in diesem Teil der Arbeit als solches verwendet. Hierfür sollte der Anti-
FLAG Antikörper als Templatmolekül genutzt werden. Es handelte sich dabei um einen 
monoklonalen Antikörper, welcher das Oktamer DYKDDDDK als Epitop (FLAG-
Epitop) bindet. Der Anti-FLAG Antikörper ist in der Lage diese Peptidsequenz sowohl 
als C- als auch N-terminale Sequenz eines längeren Peptides zu binden. Tritt das Epitop 
intern in einem Binder auf, kann es auch vom Anti-FLAG-Antikörper gebunden 
werden. 
4.5.1 Durchführung der Antikörper-Templat vermittelten 
NCL/fNCL 
Zuerst sollte die durch den Anti-Flag Antikörper beschleunigte native chemische 
Peptidverknüpfung mit den Cysteinylpeptiden 125 und 126 und Thioester 124 
untersucht werden. 125 trägt Cystein am N-Terminus. Das Peptid 126, trägt das Cystein 
am C-Terminus. Peptid 125 und 126 wurden nach Fmoc-Strategie und 124 nach Boc-
Strategie synthetisiert. Alle drei Peptide bestehen aus der FLAG-Epitop-Sequenz 
(Abbildung 61). 
 
Abbildung 61: Cysteinylpeptide 125 und 126, welche N- und C-terminal, mit dem FLAG-Epitop 
markiert sind. Thioester 124, welches mit dem FLAG-Epitop markiert ist. 
Die Bedingungen der Abspaltung von 124 vom MBHA-Harz mit TFMSA mussten 
optimiert werden, um das gewünschte Produkt zu erhalten. Es zeigte sich das die 
übliche Abspaltlösung TFA/m-Kresol/TFMSA 80:5:15 (15% TFMSA) nicht das 
gewünschte Peptid hervorbrachte. Wurden 15% TFMSA in der Abspaltlösung 
verwendet, konnte nach 2 h lediglich die mehrfache Eliminierung von Wasser 
beobachtet werden. Dies lässt sich auf die säurekatalysierte Aspartimidbildung 
zurückführen (Abbildung 62 A). Die Abspaltzeit wurde deswegen auf 30 min verkürzt 






Abbildung 62: A) Ausbeuten von 124 bei verschiedenen Konzentrationen von TFMSA in der 
Abspaltlösung. B) Chromatogramm des unaufgereinigten Abspaltprodukts von 124 mit 15% TFMSA. C) 
Chromatogramm des unaufgereinigten Abspaltprodukts von 124 mit 10% TFMSA. D) Chromatogramm 
des unaufgereinigten Abspaltprodukts von 124 mit 5% TFMSA. 
Abbildung 62 B), C) und D) zeigte sich, dass mit sinkender TFMSA-Konzentration die 
Ausbeute von 124 stieg. Dabei wurde die Ausbeute von 124 von anfangs 0% (bei 15% 
TFMSA) auf 25% mit der Verwendung von 5% TFMSA erhöht (Abbildung 62 A). Es 
ist offensichtlich, dass diese Methode keine gute Synthese für 124 ist. Sowohl mit 
Basen, wie Piperidin bei der Fmoc-Synthesestrategie, als auch mit starken Säuren, neigt 
Asparaginsäure in der Festphasenpeptidsynthese zur Aspartimidbildung. Durch eine 
Verringerung der Temperatur während der Abspaltung von Harz, hätte sie Ausbeute 
von 124 erhöht werden können. Ebenfall kann der Aminosäure Baustein Boc-
Asp(OcHex)-OH verwendet werden, um die Aspartimidbildung zu verringern.276 Da 
jedoch durch die Verwendung geringerer Anteile TFMSA im Aspaltmix schon 
ausreichend 124 erhalten wurde, konnte auf eine weitere Optimierung der 
Peptidsynthese versichtet werden 
Der Thioester 124 konnte mit den C-terminalen und N-terminalen Cysteinylpeptiden 
125 und 126 zur Reaktion gebracht werden. Bei der NCL von 124 mit 125 war das 
Reaktionsprodukt 127 und bei der Reaktion von 124 mit 126 das Reaktionsprodukt 128 
zu erwarten (Abbildung 63). Die Reaktionen wurden bei Peptidkonzentrationen von 
50 µM und 10 µM in An- und Abwesenheit des Anti-FLAG-Antikörpers und bei 
verschiedenen Temperaturen (Raumtemperatur, 37 °C) durchgeführt. Der Anti-FLAG-
Antikörper konnte das FLAG-Epitop sowohl als N-terminale Sequenz (in 126), als auch 
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als C-terminale Sequenz (in 125) erkennen. Da die folgenden NCLs nicht fluorogen 
waren, wurden die Ausbeuten der Verknüpfungsreaktionen mittels UPLC-MS 
überwacht. 
 
Abbildung 63: Modellpeptide zur Antikörper-gesteuerte NCL. Puffer: 100 mM NaH2PO4, 150 mM 
NaCl, 50% Glycerin, 2 mM TCEP pH 7.4. 
Tabelle 2: Aufführung der verschiedenen Reaktionsausbeuten von Thioester 124 und Cysteinylpeptide 
125 in einer nativen chemischen Peptidverknüpfung unter variierender Peptid- und 
Antikörperkonzentration und unterschiedlichen Reaktionstemperaturen. Puffer: 10 mM NaH2PO4, 150 
mM NaCl, 50vol% Glycerin, 2 mM TCEP, pH 7.4. 








1 50 50 - r.t. 10.5 
2 50 50 - 37°C 41.0 
3 10 10 - r.t. 1.8 
4 10 10 - 37°C 4.1 
5 50 50 6.25 r.t. 6.6 
6 50 50 6.25 37°C 6.6 
7 10 10 6.25 r.t. 0 
8 10 10 6.25 37°C 0 
Tabelle 2 zeigt die unterschiedlichen Peptid- und Anti-FLAG-
Antikörperkonzentrationen, die für die fNCL verwendet wurden. Dabei zeigte sich wie 
erwartet, dass bei höheren Konzentrationen die Ausbeute von 127 nach 180 min 
Reaktionszeit erhöht war (Tabelle 2, Eintrag 1). Durch die Erhöhung der 
Reaktionstemperatur auf 37°C konnte die Ausbeute im selben Zeitraum bei 50 µM 





(Tabelle 2 Eintrag 3 und 4) gesteigert werden. Nun sollte untersucht werden, ob der 
Anti-FLAG-Antikörper als Templat für die Peptide 124 und 125 verwendet werden 
kann. Hierzu wurde der Anti-FLAG-Antikörper zur Reaktionsmischung aus 124 und 
125, gegeben. Auch diese Reaktionen wurden bei Raumtemperatur und 37°C 
durchgeführt. Die erhöhte Temperatur wurde gewählt, um eine hohe Flexibilität in der 
Hinge-Region der Antikörper zu erreichen. Hier wurde der FLAG-Anitkörper zur 
Reaktionsmischung, bestehend aus den Peptiden 124 und 125 gegeben. Bei den 
Peptidkonzentrationen von 50 µM und 10 µM wurden je eine Konzentration von 
6.25 µM Antikörper zugegeben  
Tabelle 3: Aufführung der verschiedenen Reaktionsausbeuten von Thioester 26 und Cysteinylpeptide 28 
in einer nativen chemischen Peptidverknüpfung unter variierender Peptid- und Antikörperkonzentration 
und unterschiedlichen Reaktionstemperaturen. Puffer: 10 mM NaH2PO4, 150 mM NaCl, 50vol% 











1 50 50 - r.t. 15.9 
2 50 50 - 37°C 36.0 
3 50 50 6.25 r.t. 7.3 
4 50 50 6.25 37°C 5.4 
Die Experimente zeigten, dass die Zugabe der Antikörper die NCL zwischen Peptiden 
124 und 125 keinesfalls beschleunigt. Die Antikörper-Templat-gesteuerten Reaktionen 
zeigten bei allen Peptidkonzentrationen und Reaktionstemperaturen geringere 
Ausbeuten als bei den bereits analysierten NCLs, welche nicht Antikörper-Templat 
vermittelt waren. Bei Raumtemperatur sank die Ausbeute bei 50 µM 
Peptidkonzentration zum selben Zeitpunkt um 38% auf 6.6% (Tabelle 2 Eintrag 5). Bei 
10 µM Peptidkonzentration sank diese Ausbeute sogar um 100% auf 0% (Tabelle 2, 
Eintrag 6) nach 180 min. Bei 37°C Reaktionstemperatur sank die Ausbeute bei 50 µM 
um 84% auf 6.6% (Tabelle 2, Eintrag 7). Bei einer Peptidkonzentration von 10 µM ist 
ebenfalls wieder ein Absinken der Ausbeute um 100% auf 0% (Tabelle 2, Eintrag 8) zu 
beobachten. Bei einem höheren Stoffmengenanteil des Antikörpers sank die Ausbeute 
der Antikörper-Templat gesteuerte NCL also stärker als bei einem niedrigeren 
Stoffmengenanteil. Ein gleicher Trend ließ sich für die jeweils verwendete 
Reaktionstemperatur beobachten. Hier sank die Ausbeute bei der Verwendung von 
Antikörpern bei einer Reaktionstemperatur von 37°C stärker als bei Raumtemperatur 
(r.t.). Dies war ein Hinweis darauf, dass die FLAG-Epitope in der Lage sind am 
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Antikörper zu binden. Die sinkenden Ausbeuten deuteten darauf hin, dass die NCL 
zwischen den beiden Peptiden 124 und 125 durch die Anwesenheit der Antikörper 
direkt verhindert wurde. Bei der Reaktion von Thioester 124 mit dem C-terminalen 
Cysteinylpeptid 126 zeigt sich ein Ähnliches Ergebnis. Bei einer Peptidkonzentration 
von 50 µM zeigt sich ein ähnliches Reaktionsverhalten. Durch die Zugabe des Anti-
FLAG-Antikörpers sinken die Ausbeuten des Reaktionsprodukts 128 bei 
Raumtemperatur und bei 37 °C (Tabelle 3). 
Die sinkenden Reaktionsausbeuten können dadurch erklärt werden, dass die 
gebundenen FLAG-Epitope durch die Größe der Antikörper so weit voneinander 
separiert werden, dass sie keine Reaktion mehr eingehen können. Eine Abmessung der 
Röntgenkristallstruktur eines IgG-Antikörpers ergibt, dass die Bindungsstellen im 180° 
gestreckten Zustand bis zu 156 Å auseinander liegen (vgl. Abbildung 60 C). Dieser 
Wert entspräche dem maximal möglichen Abstand, welchen die Bindungsstellen in 
einem Anti-FLAG-Antikörper annehmen können. Ein Winkel von 0° würde ein 
Abstand der Bindungsstellen von 0 Å entsprechen. Der mittlere Abstand über alle 
möglichen Winkel beträgt 90°. Bei einem Winkel von 90° zwischen den 
Bindungsärmchen währe der Abstand zwischen den Bindungsstellen allerdings immer 
noch bis zu 110 Å groß. Das ist eine grobe Schätzung, die auf der Abmessung der 
Länge der Antikörperärmchen unter Zurhilfenahme des Satz des Pythagoras beruht. 
Damit eine fluorogene Antikörper-vermittelte NCL ablaufen kann, müssen die reaktiven 
Gruppen beider Peptide 124 und 125/126 am Templat räumlich einander annähert 
werden. Die Resultate der NCL-Reaktionen deuten darauf hin, dass die Flexibilität der 
Hinge-Region nicht ausreicht, um die reaktiven Enden der Peptide 124 und 125/126 für 






Abbildung 64: A) Synthese der durch β-Alanin verlängerte N-terminale Thioester mit Hilfe der Click-
Reaktion durch das fluorogene Monomer 123. Die Reaktion vom harzgebundenen 
Pra(βAla)8DYKDDDDK kann exemplarisch für die mit β-Alanin verlängerten fluorogenen Thioester 
angesehen werden. B) Synthese der durch SG-Sequenzen verlängerte N-terminale Thioester mit Hilfe der 
Click-Reaktion durch das fluorogene Monomer 123. Die Reaktion vom harzgebundenen 
PraG2(SGG)3DYKDDDDK ist exemplarisch für alle weiteren durch SGG-Segmente fluorogenen 
Thioestern. C) UPLC-Chromatogramm der unaufgereinigten Abspaltlösung der Click-Reaktion des am 
Harz gebundenen Pra(βAla)8DYKDDDDK. D) UPLC-Chromatogramm der unaufgereinigten 
Abspaltlösung der Click-Reaktion des am Harz gebundenen PraG2(SGG)3DYKDDDDK. 
Die reaktiven Peptide werden so modifiziert, dass zwischen den reaktiven N-terminalen 
Cysteinen, dem C-terminalen Thioester und den entsprechenden FLAG-Epitop 
verschiedene Linker eingebaut wurden. So sollen die ermittelten Distanzen der 
Bindungsstellen im Antikörper überwunden werden. Es wurden Poly--Alanin 
(Abbildung 64 A) und SGG-Peptidsequenz-Segmente (Abbildung 64 B) verwendet. 
Beide Linker sollten dem random-coil Strukturmotiv folgen und kommen derart auch 
häufig in der Natur vor. Aufgrund ihrer random-coil Struktur, kann nun die Konturlänge 
und die mittlere Länge der Linker berechnet werden. Die Konturlänge entspricht der 
Maximallänge, welche ein Polymer hätte, wenn es vollkommen gestreckt wäre (Tabelle 
4). Dabei wurde die Länge einer β-Alanin-Einheit mit 5 Å in dem Programm 
ChemBio3D Ultra abgemessen. Die Länge einer Aminosäure im SGG-Segment wurde 




Abbildung 65: A) FLAG-Epitopsequenzen, welche mit einem fluorogenen Thioester markiert sind und 
durch einen Linker von βAla8 (129a), βAla12 (129b), βAla16 (129c) und βAla24 (129d). B) FLAG-
Epitopsequenzen, welche mit einem fluorogenen Thioester markiert sind und durch einen Linker von 
SGG3 (130a), SGG5 (130b), SGG7 (130c) und SGG10 (130d). C) Cystein markierte FLAG-
Epitopsequenzen, welche die Linker βAla8 (131a), βAla12 (131b) und SGG3 (132) enthalten. Der 
Fluorogene Thioester wird durch die räumliche Nähe von 5/6-Carboxyflureszein (grauer Stern) und 
Dispers Rot (gefüllter Kreis) erzeugt. 
Die reaktiven fluorogenen Thioester 129a-d und 130a-d wurden mithilfe des 
fluorogenen Azid-Monomers 123 hergestellt (vgl. Abbildung 65). Die Cysteinylpeptide 
mit dem Poly-β-Alanin Linkern und den SGG-Segmenten wurden nach dem Fmoc-
Protokoll aufgebaut. Aufgrund der einfacheren Synthese wurde der Thioester am N-
Terminus platziert. Diese Anordnung sollte die Bindung des FLAG-Epitops am 
Antikörper nicht stören, da der FLAG-Antikörper die FLAG-Sequenz DYKDDDDK 
sowohl N-terminal, C-terminal, als auch intern erkennt. Hierzu wurden die Peptide N-
terminal mit Propargylglycin modifiziert. Durch CuI in DMF konnten die fluorogenen 
Peptidthioester mit Hilfe von 123 erzeugt werden. Hier zeigte sich auch ein Vorteil 
dieser Thioestersynthese (Abbildung 64 A, B). Da zwischen den Kupplungsschritten in 
der automatisierten Peptidsynthese die nicht abreagierten freien N-termini mit 
Essigsäureanhydrid blockiert wurden, konnte sichergestellt werden, dass nur die 
gewünschte Volllängensequenz um ein Propargylglycin erweitert wurde. So konnte 
auch nur das Volllängenpeptid über die CuAAC mit 123 modifiziert werden. Aufgrund 
des starken hydrophoben Charakters von 123 verschob sich die Retentionszeit des 
gewünschten Zielpeptids stark zu höheren Retentionszeiten (Abbildung 64). So konnten 





Tabelle 4: Übersicht der Konturlängen und den mittleren Längen der Verlängerungsmotive βAla und 
SGG bei ihrer entsprechenden Anzahl wie sie in den Verbindungen vorkommen. 
 
Länge [Å] 
8 βAla 12 βAla 16 βAla 24 βAla 
Konturlänge 40 Å 60 Å 80 Å 120 Å 
Mittlere Länge 14 Å 17 Å 20 Å 25 Å 
 
Länge [Å] 
3 SGG 5 SGG 7 SGG 10 SGG 
Konturlänge 34 Å 57 Å 80 Å 114 Å 
Mittlere Länge 11 Å 14.8 Å 18 Å 21 Å 
 
Die Antikörper-Templat-mediierten NCL wurden bei einer Peptidkonzentration von 
1 µM durchgeführt. So wurde der Antikörper auch entsprechend bei einer 
Konzentration von 1 µM hinzugefügt (Abbildung 66 A). Es wurden die absoluten 
Fluoreszenzintensitäten bei einer Reaktionszeit von 180 min beobachtet und verglichen. 
Als Hintergrundreaktion wurde der Thioester alleine im wässrigen Reaktionspuffer und 
der hydrolysierte Thioester wurde zur Bestimmung der maximalen 
Fluoreszenzintensität vermessen. Es wurde deutlich, dass alle vermessenen 
Kombinationen von Cysteinylpeptiden und Thioestern keinen Unterschied in den 
Fluoreszenzintensitäten zwischen der NCL in Abwesenheit und in Anwesenheit der 
Antikörper ergaben (Abbildung 66 B, C, D). Aufgrund dieser Ergebnisse sollte nun 
durch HPLC-Experimente untersucht werden, ob die NCL zwischen den beschriebenen 
Peptiden generell ablaufen kann. Hierzu wurden die β-Alanin-Cysteinylpeptide mit den 
entsprechenden Thioestern mit β-Alanin-Linkern zur Reaktion gebracht. Die Reaktion 
wurde bei einer Peptidkonzentration von 1 mM durchgeführt, um die eine gute 
Überwachung mit Hilfe der UPLC zu gewährleisten. Die entsprechenden 
Chromatogramme der Reaktionen zeigen nach 180 min alle die Bildung eines 
Produktpeaks. Dies konnte mit Hilfe der Bestimmung der molekularen Masse bei der 
entsprechenden Retentionszeit eindeutig nachgewiesen werden (vgl. Abbildung 76 bis 
Abbildung 83). Allerdings wurden sehr geringe Ausbeuten von 10%-33% der 
Reaktionsprodukte beobachtet. Die vergleichbare Reaktion von 106 mit 107 (vgl. 
Abbildung 38 in Abschnitt 4.2.1) bei einer Peptidkonzentration von 1 mM zeigte eine 
Ausbeute von 36% nach 180 min. Das deutet darauf hin, dass Monomer 123 in den 
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Thioestern 129a-d eine langsamere Reaktionsgeschwindigkeit zur Folge hat. Da die 
fNCL ohne Anwesenheit des Antikörpers dennoch stattgefunden hat, kann 
angenommen werden, dass die Einführung der Linker (β-Ala, SGG) nicht ausreicht, um 
die Distanz der reaktiven Gruppen nach der Bindung am Antikörper zu überwinden. 
 
 
Abbildung 66: A) Darstellung der N-terminal mit Cystein modifizierten und N-terminal als fluorogenen 
Thioester modifizierten FLAG-Epitope, welche durch die Variation von Linker1 und Linker2 in ihrer 
Länge variieren und durch die Anwesenheit des Anti-FLAG-Antikörpers durch ihre räumliche Nähe zum 
Reaktionsprodukt LPx reagieren. B) Fluoreszenzintensitäten der Thioester 129a, 129b, 129c und 129d 
mit Cysteinylpeptid Cys(βAla)8DYKDDDDK 131a in An- und Abwesenheit des FLAG Antikörpers. 
Zusätzlich sind der Hintergrund (Thioester allein) und die zu erwartende Maximalfluoreszenz 
(hydrolysierter Thioester) gezeigt. C) Fluoreszenzintensitäten der Thioester 129a, 129b, 129c und 129d 
mit Cysteinylpeptid Cys(βAla)12DYKDDDDK 131b in An- und Abwesenheit des FLAG Antikörpers. D) 
Fluoreszenzintensitäten der Thioester 130a, 130b, 130c und 130d mit Cysteinylpeptid 
Cys(SGG)3DYKDDDDK 132 in An- und Abwesenheit des FLAG Antikörpers. Die Fluoreszenzintensität 






Abbildung 67: A) Ammoniakalische Hydrolyse der durch den Linker unterschiedlich lange FLAG-
Peptid-Thioester zur Durchführung eines Fluoreszenzpolarisationsassays. Resultate  des 
Fluoreszenzpolarisationsassays für die Verbindungen B) 129a(COOH), C) 129b(COOH), 
D) 129c(COOH), E) 129d(COOH), F) 130a(COOH), G) 130b(COOH), H) 130c(COOH) und 
I) 130d(COOH). 
Da ausgeschlossen wurde, dass die durch CuAAC synthetisierten Peptidthioestern nicht 
in der Lage seien eine NCL durchzuführen, sollt noch untersucht werden ob die Peptide 
überhaupt die Antikörper binden können. Dies geschah mit Hilfe eines 
Fluoreszenzpolarisationsassays. Hierzu wurde ein fluoreszierender Binder benötigt. 
Hierzu wurden sämtliche β-Ala- und SGG-Thioester hydrolysiert und bei einer 
Konzentration von 0.3 nM in einer Mikrotiterplatte vorgelegt. Der Antikörper wurde in 
einem Konzentrationsbereich von 0.18 nM bis 90 nM in zehn Kavitäten pipettiert. 
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Anschließend wurde die Fluoreszenzpolarisation bestimmt. Alle synthetisierten Binder 
zeigen bei geringer Antikörper-Konzentration eine geringe Fluoreszenzpolarisation. 
Durch die Zugabe von Antikörper in erhöhter Konzentration steigt die Polarisation des 
entstehenden Fluoreszenzlichts. Die Polarisation erreicht bei hohen 
Antikörperkonzentrationen schließlich ein Plateau (Abbildung 67). Als Ausnahme 
stechen hierbei die Binder 129a(COOH) und 129b(COOH) heraus. Jedoch kann auch 
hier der Trend der steigenden Polarisation bei steigender Antikörperkonzentration 
beobachtet werden. 
Die erhöhte Fluoreszenzpolarisation konnte durch die Bindung der fluoreszierenden 
Binder an den Antikörper erklärt werden. Bei geringen Konzentrationen des 
Antikörpers ist das entstehende Fluoreszenzlicht der Binder eher depolarisiert, was sich 
in einem geringen Wert der Polarisation äußert. Die Bindung an ein Molekül mit hoher 
molekularen Masse, wird die Rotation fluoreszierender Binder eingeschränkt. Dadurch 
erscheint das entstehende Fluoreszenzlicht eher polarisiert, was sich in einem hohen 
Wert der Polarisation äußert. Zusammenfassend zeigt dieses Experiment qualitativ, dass 
die synthetisierten FLAG-Peptide in der Lage waren den verwendeten Antikörper zu 
Binden. Es konnte also ausgeschlossen werden, dass die fluorogene Antikörper-
Templat-mediierte NCL nicht durch die mangelnde Bindung der FLAG-Peptide am 
Antikörper unterbunden wurde. 
Abschließend sollte überprüft werden, ob die Integrität des Antikörpers unter den 
Bedingungen des Puffers erhalten blieb. Da der Reaktionspuffer das Disulfid-
reduzierende Reagenz TCEP enthielt, besteht die Möglichkeit das die Gelenkregion im 
Antikörper strukturell zerstört wurde. In dieser Region werden beide schwere Ketten 
über zwei Disulfid-Brücken miteinander verbunden. Eine Spaltung dieser Disulfid-
Brücken hätte zur Folge, dass der Antikörper in kleinere Fragmente zerfallen würde. 
Die Bindungsstellen wären so nicht mehr in räumlicher Nähe zueinander lokalisiert. Der 
Antikörper könnte so auch nicht mehr als gewünschtes Templat agieren. Um diese 
Hypothese zu untersuchen, wurde der Antikörper für 180 min im Reaktionspuffer mit 
und ohne TCEP zur Reaktion gebracht. Zum Nachweis kleinerer Peptidfragmente 
wurde ein natives Polyacrylamid-Gel durchgeführt. Die Bahnen bei 0h lassen jeweils 
eine Bande im Bereich >130 kDa erkennen. Bei dieser Bande handelte es sich wohl um 
den untersuchten Antikörper, da dieser eine molare Masse von 160 kDa aufweist. Zu 
diesem Zeitpunkt kann keine Bande im Bereich der kleineren Fragmente ausgemacht 





Proteinfragmente im Massenbereich von <130 kDa nachgewiesen werden (Abbildung 
75). Wieder zeigte sich hier die Anwesenheit einer Bande im Massenbereich von 
>130 kDa. Der Antikörper scheint also im gegebenen Puffer mit TCEP als Reagenz 
stabil zu sein.  
Schließlich musste für das Ausbleiben der Templat-geteuerten NCL wohl doch der zu 
große Abstand der beiden Bindungsstellen im Antikörper in Betracht gezogen werden. 
Um diese Hypothese zu untersuchen, soll im folgenden Abschnitt mit Hilfe eines 
Abstandsscreenings an einem Modelsystem eine mögliche räumliche Abstandsgrenze 
zwischen zwei Bindungsstellen in einem Templatmolekül bestimmt werden, die kein 





4.6 Abstandsscreening mit Hilfe der fNCL 
Aufgrund der geringen Ausbeuten der durch ein Antikörper-Templat vermittelten NCL, 
soll nun eine abstandsabhängige NCL genauer untersucht werden. Es wurde bereits 
gezeigt, dass über die selbstreinigende Peptidthioestersynthese, aber auch über die 
CuAAC hergestellte fluorogene Peptidthioester eine Peptid-Templat-gesteuerte fNCL 
möglich ist. Da die Bindung der FLAG-Mercaptopropionsäure-Thioester an den 
Antikörpern vermutlich zu einer Unterbindung der NCL geführt hatte, sollte die Peptid-
Templat-gesteuerte fNCL bei unterschiedlichen Abständen der Peptidbindungsstellen 
durchgeführt werden. So sollte beobachtet werden, inwiefern der Abstand der Templat-
bindenden Peptide einen Einfluss auf den Ablauf der NCL hat. Da die Abstände der 
beiden FLAG-bindenden Segmente im Antikörper sehr groß waren, kann dies der 
entscheidende Grund für den nicht erfolgreichen Ablauf der oben beschriebenen 
fluorogenen NCL sein.  
Es wurde bereits in Abschnitt 4.3.2 gezeigt, dass die Fluorometrie in der Lage ist eine 
fluorogene NCL bei geringen Konzentrationen in Echtzeit zu überwachen. In den 
folgenden Experimenten wird eine Peptidkonzentration von 5 µM gewählt. Um die 
Bildung von Coiled-coil-Komplexen bei geringeren Konzentrationen zu erhöhen, wurde 
die Anzahl der Coil-Segmente erhöht. Für die Coil-Segmente des Templats wurde die 
Sequenz (EIAALEK)6 gewählt. Für die Coil-Segmente für die Templat-bindenden 
Sequenzen wurde (KIAALKE)3 gewählt. Die Cysteinylpeptide 135a-c und Template 
133a-c wurden nach der Fmoc-Strategie synthetisiert. Die Synthese der fluorogenen 
Peptidthioester 134a-c erfolgte nach der bereits beschriebenen Peptidthioestersynthese 
mit Selbstreinigung. Die Reaktion zwischen den fluorogenen Peptidthioester 134a und 
Cysteinylpeptid 135a in Abwesenheit eines Templats zeigt nur eine geringe Erhöhung 
der Fluoreszenzintensität. Nach 180 min zeigt die Fluoreszenzintensität eine Ausbeute 
von 2% an (Abbildung 68). Die Bestimmung der Ausbeute erfolgte durch die 
Bestimmung der maximalen Fluoreszenzintensität des hydrolysierten Thioesters, 
welcher durch die Hydrolyse mit NH4OH von 133a erhalten wurde (100% in Abbildung 
68 B). Die Templat-unabhängige Reaktion zwischen 134a und 135a zeigt wie in 
Abschnitt 4.2.1, auch mit der Vergrößerung der Coil-Segmente, eine geringe 
Reaktionsgeschwindigkeit. Durch die Zugabe von einem Äquivalent des 





Peptiden erheblich. Das erhöht Fluoreszenzsignal nach 180 min der Templat-
gesteuerten NCL zeigt eine Ausbeute von 75% des fluoreszenten Ligationsprodukts an.  
 
Abbildung 68: A) Variation der Linker in der nativen chemischen Peptidverknüpfung zwischen den 
Thioestern 134a-c und den Cysteinylpeptiden 135a-c in Anwesenheit der Template 133a-c. m, n und o 
zeigen die Anzahl der Wiederholungen der SGG-Segmente an. B) Abhängigkeit der Fluoreszenzintensität 
von der Templatlänge in der Reaktion von 134a mit 135a. C) Fluoreszenzintensitäten nach 180 min nach 
der Reaktion zwischen Thioester und Cysteinylpeptid in Abwesenheit eines Templats (schwarzer 
Balken), in Anwesenheit eines Templats unpassender Größe (weiße Balken) und in Anwesenheit eines 
Templats passender Größe (graue Balken). Die Fluoreszenzintensität wurde bei 525 nm bestimmt. 
Um den Einfluss des Abstands in der Coiled-coil-vermittelten Ligation zu untersuchen, 
wurde die Entfernung zwischen den beiden Bindungsstellen in den Templaten 133b-c 
schrittweise erhöht. Hierzu wurden SGG-Segmente verwendet, da diese keine 
bestimmte Sekundärstruktur aufweisen. Die Einführung eines SGG-Segments in 
Templat 133b ließ die Ausbeute der Reaktion zwischen 134a und 135a in Anwesenheit 
dessen nach 180 min um 34% absinken (Abbildung 68). Ein noch stärkeres Absinken 
konnte durch die Einführung von 4 SGG-Segmenten beobachtet werden (133c). 
Verglichen mit der NCL mit den größenangepassten Templat sank die 
Fluoreszenzintensität hier um 71%. Der Vergleich der 
Anfangsreaktionsgeschwindigkeit der Reaktion von 134a mit 135a mit der, mit dem 
größenangepassten Templat 133a (134a + 135a + 133a; Abbildung 68) deuteten auf 
eine 48-fache Vergrößerung der Anfangsreaktionsgeschwindigkeit hin. Diese fällt auf 
eine 8-fache Vergrößerung, wenn der Abstand der der beiden Peptidbindungsstellen in 
Templat 133c um 12 Aminosäuren bzw. 4 SGG-Segmente erhöht wurde. Eine 
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wahrscheinliche Erklärung hierfür war, dass die SGG-Segmente die effektive Molarität 
durch eine Erhöhung des Abstands zwischen den reaktiven Gruppen im ternären Coiled-
coil-Komplex 133c·134a·135a verringerten. Zudem konnte ebenfalls die Flexibilität der 
SGG-Segmente einen Kontakt zwischen den reaktiven Gruppen der Templat 
gebundenen Peptide verhindern. Dies erklärte zudem, dass durch die durch SGG-
Segmente verlängerte Template dennoch die Anfangsreaktionsgeschwindigkeit 
verbessern, jedoch mit einer geringeren Effektivität als das größenangepasste Templat. 
Eine alternative Erklärung ist, dass die Einfügung der SGG-Segmente eventuell die 
Stabilität des ternären Coiled-coil-Komplex beeinflusst. Als Ergebnis könnten die 
Peptid-Template ihre Affinität für 134a und 135a verlieren. Dies würde sich ebenfalls 
in einen Abfall der Reaktivität deutlich machen.  
 
Abbildung 69: Abhängigkeiten der Fluoreszenzintensitäten der Reaktionen von Thioestern und 
Cysteinylpeptiden in Anwesenheit eines unpassenden Templats. Template mit SGG<0 sind zu lange 
Template welche zur „Passgenauigkeit“ und 1 (SGG=-1), 2, (SGG=-2), 3 (SGG=-3) oder 
4 (SGG= 4) SGG-Segmente zu kurz sind.  Die Fluoreszenzintensität wurde bei 525 nm bestimmt. 
Anschließend sollte untersucht werden, ob eine Verlängerung der Peptidthioester 134b-
c und Cysteinylpeptide 135b-c durch eine gezielte Einführung von SGG-Segmente den 
vergrößerten Abstand zwischen den Peptidbindungsstellen in den vergrößerten 
Templaten 133b-c ausgleichen könnten. Tatsächlich konnte durch die Erweiterung von 
SGG-Segment am Peptidthioester 134b oder am Cysteinylpeptid 135b die Effektivität 
am Peptidtemplat 133b verbessert werden. So konnte die Ausbeute der NCL zwischen 
134a und 135a in Anwesenheit von 133b durch den Austausch von 134a mit 134b von 
41% auf 53% erhöht werden. Wurde 135a durch 135b ersetzt, erhöhte sich die 
Ausbeute auf 60%. Die ausgeprägteste Wiederherstellung der Reaktivität konnte bei 
dem Templat 133c beobachtet werden. Bei der Reaktion zwischen 134a und 135a zeigte 
sich 133c als äußerst ineffizientes Templat. Jedoch konnte durch das Hinzufügen von je 
2 SGG-Segmenten im Peptidthioester 134c und Cysteinylpeptid 135c die Ausbeute 





der beobachtete Verlust an Reaktivität bei den Reaktionen von 134a und 135a an den 
verlängerten Templaten 133b-c vornehmlich durch die räumliche Trennung der 
Bindungsstellen der beiden reaktiven Peptide zustande kam. Ein Verlust der 
Templataffinität der reaktiven Peptide konnte so größtenteils ausgeschlossen werden. 
 
Abbildung 70: Abhängigkeiten der Fluoreszenzintensitäten der Reaktionen von Thioestern und 
Cysteinylpeptiden in Anwesenheit eines unpassenden Templats. Template mit SGG> sind zu kurze 
Template welche zur „Passgenauigkeit“ und 1 (SGG=1), 2, (SGG=2), 3 (SGG=3) oder 4 (SGG=4) 
SGG-Segmente zu kurz sind.  Die Fluoreszenzintensität wurde bei 525 nm bestimmt. 
Mit den verlängerten Templaten 133b-c und den verlängerten reaktiven Peptiden 134b-
c und 135b-c sollte der Effekt der nicht passend ausgerichteten funktionellen Gruppen 
genauer untersucht werden. In den Templaten 133a-c wurden die Peptidbindungsstellen 
durch m (m = 0, 1, 4) SGG-Segmente voneinander getrennt. In den Peptiden 134a-c und 
135a-c waren die funktionellen Gruppen in einen Abstand von n und o (n, o = 0, 1, 2) 
SGG-Segmenten vom Coiled-Coil-Abschnitt getrennt. Zum einfacheren Verständnis 
wurde der ΔSGG-Wert (ΔSGG = n + o – m, vgl. Abbildung 68) eingeführt. ΔSGG 
definiert den Abstand zwischen den funktionellen Gruppen der Templat gebundenen 
reaktiven Peptide in Vielfachen von SGG-Segmenten an. Negative ΔSGG-Werte zeigen 
an, dass die Anzahl der SGG-Segmente in den reaktiven Peptiden nicht ausreichend ist, 
um den ebenfalls durch SGG-Segmente erzeugten Abstand zu überwinden. Templat-
gesteuerte Reaktionen mit Überhängen werden durch ein ΔSGG > 0 beschrieben. Dabei 
übersteigt die Anzahl der SGG-Segmente an den reaktiven Peptiden die Anzahl jener in 
den Peptidtemplaten. Insgesamt wurden fünf Reaktionen (Abbildung 70), welche ΔSGG 
= 1, 2 annahmen, durchgeführt. Für Werte von ΔSGG = -2, -1, wurden drei Reaktionen 
durchgeführt. Für Werte von ΔSGG = -3 und ΔSGG =  -4, 4 wurden für zwei bzw. eine 
Reaktionspermutation erhalten. Abbildung 69 zeigt die nach ΔSGG < 0 gruppierten 
Reaktion. Wie bereits gezeigt, werden die größten Ausbeuten bei den Reaktionen mit 
ΔSGG = 0 erzielt. Die nicht übereinstimmend ausgerichteten funktionellen Gruppen an 
 92 
 
zu langen Templaten (ΔSGG = -1) führen zu einer Abnahme derer Reaktivitäten. Ein 
ähnliches Verhalten wird auch bei einem Überhang der reaktiven Gruppen um ein SGG-
Segment (ΔSGG = 1) beobachtet werden. Jedoch konnte eine ähnliche Reaktivität 
erhalten werden, obwohl die Anzahl der SGG-Segmente in den reaktiven Peptiden so 
erhöht wurde, dass ΔSGG = 2, 3, 4 wurden (Abbildung 70). Trotz der unpassenden 
Überhänge zeigten die Templat-mediierten Reaktionen eine 12-14-fach höhere 
Ausbeute als die nicht Templat-gesteuerten Reaktion. Anders verhielt sich die 
Beziehung zwischen Reaktivität und einem sukzessive erhöhten Abstand der 
Peptidbindungsstellen am Templat. Die Verlängerung der Template zeigt bei    
ΔSGG = -2, -3, -4 ein stetiges Absinken der Reaktionsausbeute. Dieses stetige Absinken 
der erhaltenen Ausbeute durch die Separierung der reaktiven Gruppen, deuten auf einen 
Abstand hin, bei welchem keine weitere Beschleunigung der Ligation mehr zu 
beobachten ist. 
Eine lineare Extrapolation zeigt, dass bei der Anzahl von 6.4 SGG-Segmente 
(ΔSGG = -6.4) die entsprechende Fluoreszenzintensität der Hintergrundreaktion erreicht 
wird. Mit Hilfe der Formel für die mittlere quadratischen Länge (r2 = N · l2) eines 
Polymers in random coil-Struktur kann der mittlere Abstand berechnet werden ab 
welchem der Templat-Effekt aussetzt. N entspricht der Anzahl der Aminosäuren, die 
mit Hilfe der bereits bestimmten 6.4 SGG-Segmente auf 18.9 festgelegt wurde. Die 
Länge (l) einer Aminosäure wurde mit  3.81 Å abgeschätzt.277 Daraus kann geschlossen 
werden, dass bei einem Abstand von 16.6 Å zwischen den reaktiven Gruppen kein 
Templat-Effekt mehr nachgewiesen werden kann. Ebenso schwächen eingefügte SGG-
Segmente ebenfalls die Reaktivität ab. Dies könnte ein wichtiger Faktor bei der Planung 
von Peptid- oder Proteintemplat-mediierte Ligationsreaktionen sein. Dennoch konnte 
durch die Einführung von Abstandshalter-Gruppen zwischen den funktionellen Gruppen 
und den Templat bindenden Einheiten der Trend zum Erhalt der Reaktivität in 
Anwesenheit eines Templats beobachtet werden. Zudem konnte festgestellt werden, 
dass das Ausmaß an sich ergebenden Überhängen der Anstandshalter keine 
entscheidende Auswirkungen auf die Reaktivität im vorgestellten Reaktionsdesign hat. 
Mit diesem Ergebnissen kann das Ausbleiben einer Templat-gesteuerten fNCL in 
Abschnitt 4.5.1 erklärt werden. Damit im Antikörper ein Abstand der beiden 
Bindungsstellen von 16.6 Å erreicht werden kann, müssten der Winkel zwischen den 
„Ärmchen“ 12° betragen. Allerdings ist der Winkel zwischen den „Ärmchen“ bei 





5  ZUSAMMENFASSUNG UND AUSBLICK 
5.1 Zusammenfassung 
10% des Proteoms von Eukaryonten bestehen aus Coiled-coil-Domänen.279 Als 
Transkriptionsfaktoren binden sie DNA.280-283 Sie sind molekulare Abstandshalter und 
erlauben die definierte Separierung anderer funktioneller Domänen.284-288 Coiled-coil-
Proteine sind essenziell für die korrekte Aufteilung der Chromosomen während der 
Zellteilung.289-293 Für den Transport von Ladungen sind sie in Motorproteinkomplexen 
wie Dynesin oder Kinesin unabkömmlich.294-302 Die biochemische Forschung nutzt 
Coiled-Coil-Domänen als sehr gut erforschte und verstandene Werkzeuge. In dieser 
Arbeit untersucht, ob und wie die Bildung von ternären coiled coil-Komplexen genutzt 
werden kann, um Verknüpfungsreaktionen zu steuern. Fernziel war es hierbei, die 
Entwicklung einer Methode vorzubereiten, durch die coiled coil-Peptide nachgewiesen 
und gefärbt werden können. Zwei reaktive Peptide wurden so konzipiert, dass diese mit 
dem Protein of Interest (POI) einen coiled coil-Komplex bilden. Dies führt zu einer 
erhöhten effektiven Konzentration, durch die eine Verknüpfungsreaktion zwischen den 
gebundenen Peptiden ermöglicht wird. Dieses Phänomen wird auch als Templat-Effekt 
bezeichnet. Die chemische Reaktion sollte zur Verstärkung eines Fluoreszenzsignals 
führen. Als Verknüpfungsreaktionen wurden in dieser Arbeit die Staudinger-Ligation 
und die native chemische Peptidverknüpfung (NCL) angewendet. 
5.1.1 Fluorogene Staudinger-Ligation 
In dieser Arbeit wurde zur  Untersuchung einer fluorogenen Templat-gesteuerten 
Staudinger-Ligation ein Modellsystem, welches Bindungsmotive der von Hodges 
eingeführten K3- und E3-Peptide anwendet, entwickelt. Dabei war das E3-Peptid das 
Templatmolekül. Das C-terminal modifizierte K3-Azido-Peptidfragment konnte gut mit 
Hilfe der Festphasenpeptidsynthese dargestellt werden. Die Synthese des ortho-
Phosphin-Benzoeester K3-Peptidfragment wurde ausführlicher gesenkt.  
Die Kupplung des ortho-Phosphin-Benzoesäureesters 93 konnte so optimiert werden, 
dass die Bildung eines Oxidationsprodukts 99(O) weitgehend unterbunden wurde. Als 
nutzbringend erwies sich die Einführung der BH3-Schutzgruppe am ortho-Phosphin-
Benzoesäureester-Molekül 93.  
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Die Aufreinigung des erhaltenen Zielpeptids stellte sich als schwierig heraus. Nur 
aufwendiges Entgasen nach der „Freeze-Pump-Thaw“-Methode erlaubte die 
Aufreinigung von 99 unter geringerer Bildung  von 99(O).  
In den ersten Untersuchungen konnte nachgewiesen werden, dass die Anwesenheit 
eines Peptid-Templats die Reaktionsgeschwindigkeit der Staudinger-Ligation 
beschleunigt. 
Erste synthetische Arbeiten zur Durchführung einer fluorogenen Templat-gesteuerten 
Staudinger-Ligation wurden begonnen, konnten allerdings nicht erfolgreich beendet 
werden. Die Synthese des Zielpeptids 101 gelang nicht. Aus diesem Grund 
konzentrierte sich die Arbeit überwiegend auf die NCL als eine Modellreaktion für eine 
fluorogene Peptidverknüpfung. 
5.1.2 Fluorogene native chemische Peptidverknüpfung 
5.1.2.1 Einführung der Nativen chemischen Peptidverknüpfung (NCL) 
als Modellsystem für eine fluorogene Peptidverknüpfung 
Die Vorexperimente zur NCL wurden analog zur Staudinger-Ligation im 
Konzentrationsbereich von 5 mM bis 50 µM durchgeführt. Durch die Zugabe eines 
Templatmoleküls bei einer Peptidkonzentration von 50 µM konnte die NCL im K3/E3-
Modellsystem effektiv beschleunigt werden. Bei Peptidkonzentrationen von 50 µM mit 
50 mol% Templat konnten ähnliche Ausbeuten wie bei Peptidkonzentrationen von 
5 mM ohne Templat erreicht werden. 
Um die NCL als fluorogene Reaktion zu gestalten, wurde das Fluorophor in der Nähe 
des Thioesters platziert und die Thiolfluchtgruppe in der NCL als Fluoreszenzlöscher 
gestaltet (Abbildung 71). Beim Thioesteraustausch verlässt das Thiol des Thioesters das 
Fluoreszenz-markierte Molekül. Als Fluoreszenzlöscher wurde Dispers-Rot mit Hilfe 
von Mercaptopropionsäure modifiziert. Um den benötigten Thioester herzustellen, 
wurde die Methode der selbstreinigenden Peptidthioestersynthese adaptiert. Diese 
Methode schafft die Freiheit ein beliebiges Thiol in ein Peptid als C-terminalen α-
Thioester einzuführen, um zusätzlich im selben Schritt die Abbruchsequenzen des 






Während dieser Synthese gab es einen kritischen Schritt. Durch die Deblockierung des 
α-Amins vom C-terminalen Lysin (zuvor Alloc-geschützt) kam es während der 
Acetylierung mit 5/6-Carboxyfluorescein zu einer intramolekularen -Lactam-Bildung. 
Das verhinderte vorerst die effektive Synthese des fluorogenen Thioesters. Durch eine 
Anpassung des Acetylierungsprotokolls wurde eine Tandem-Entschützungs-
Kupplungsstrategie entwickelt. Die Alloc-Entschützung des -Amins und die 
Acetylierung des nun freien -Amins wurden in einem Reaktionsschritt mit nur noch 
einer Reaktionslösung durchgeführt. Die Bildung des -Lactams konnte damit 
unterbunden werden und der fluorogene Thioester wurde erfolgreich dargestellt. Die 
erfolgreiche Synthese dieses Thioesters 109 erlaubte die Untersuchung des 
Modellsystems zur fluorogenen nativen Peptidverknüpfung. Ähnlich wie bei dem 
Modell zur nicht fluorogenen NCL konnte die Anwesenheit des Templatmoleküls eine 
Reaktionsbeschleunigung hervorrufen. Jetzt konnten deutlich geringere 
Peptidkonzentrationen eingesetzt werden. Während die fluorogene native chemische 
Peptidknüpfung bei 50 µM noch mit Hilfe der HPLC-MS überwacht werden konnte, 
war dies bei einer Peptidkonzentration von 5 µM nicht mehr möglich. Hier war die 
Detektion nur noch mit Hilfe der Fluoreszenzspektroskopie möglich.  
 
Abbildung 71: Die Gestaltung der Thiolfluchtgruppe als Fluoreszenzlöscher und die Platzierung eines 
Fluorophors in der Nähe der Thioestergruppe erlaubt die Durchführung der NCL als eine fluorogene 
Reaktion. Das erlaubt eine Echtzeitkontrolle einer solchen fluorogenen NCL. 
Die Fluoreszenzspektroskopie hatte gegenüber der Flüssigchromatographie viele 
Vorteile. Es entfiel die Aufwendige Aliquotierung der einzelnen Proben zu 
unterschiedlichen Reaktionszeiten. Die Reaktion musste für die UPLC-MS zusätzlich 
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zum  Messzeitpunkt durch die Zugabe von HCl unterbrochen werden. Durch die 
Aliquotierung verkleinert sich das Volumen der Ursprungsreaktionslösung zu jedem 
Messzeitpunkt und eine Reaktion muss so geplant werden, dass zum Zeitpunkt der 
Entnahme des letzten Aliquots immer noch genügend Reaktionslösungsvolumen 
vorhanden ist. Das bedeutete eine äußerst unflexible Reaktionskontrolle. All diese 
Punkte fallen bei der Durchführung der fluorogenen NCL im Fluoreszenzspektrometer 
weg. Die Reaktion konnte in Echtzeit ohne Zeitverzögerung überwacht werden, ohne 
dass der Reaktionslösung Aliquote entnommen werden mussten (Abbildung 71). 
Zusätzlich entfiel eine Probenvorbereitung und eine Unterbrechung der stattfindenden 
chemischen Reaktion für eine UPLC-MS Messung durch die Fluoreszenzspektroskopie 
völlig. Die Nachweisgrenze wurde durch die Anwendung der Fluoreszenzspektroskopie 
deutlich herabgesetzt und es konnten Reaktionen bei Peptidkonzentrationen im sub-
mikromolaren Bereich untersucht werden. Mit der Fluoreszenzspektroskopie konnten, 
im Gegensatz zu UPLC-MS als Nachweismethode, mehrere unterschiedliche 
Reaktionen parallel untersucht werden. 
5.1.2.2 Die Verwendung von doppelsträngiger DNA als Templat in 
einer Templat-gesteuerten nativen chemischen 
Peptidverknüpfung 
Inspiriert vom Leucin-Reißverschluß in der Natur wurde in diesem Abschnitt keine 
peptidische Spezies als Templatmolekül, sondern doppelsträngige DNA verwendet. Als 
bindende Peptidfragmente fanden die Jun- und Fos-Peptidfragmente Anwendung. 
Durch die Anwesenheit der AP-1-Sequenz (doppelsträngige DNA) könnten diese 
beiden Peptidfragmente schneller Heterodimere bilden. Beide Peptidfragmente besitzen 
an ihren N-Terminus eine basische Region, in welcher vorwiegend Aminosäuren wie 
Arginin oder Lysin vorkommen. Dieser Peptidabschnitt ist für die Bindung an der 
doppelsträngigen DNA verantwortlich. Die Bildung von Heterodimeren findet im 
Bereich des am C-Terminus statt. Hier findet man im Jun- und Fos-Peptid die Coiled-
coil-Domäne. Aus diesem Grund wurden dort die reaktiven Gruppen für eine 
fluorogene native chemische Peptidverknüpfung angebracht. Die C-terminale 
Modifikation mit Cystein fand über die Einführung eines C-terminalen Lysins und die 
Acetylierung dessen -Amins mit S-MeBzl geschützten Cystein statt. Um den C-






Der erste Ansatz stellte die die konsequente, schrittweise Modifikation des Peptids am 
polymeren Träger dar. Hier wurde ein C-terminal lokalisiertes Lysin als acetylierbarer 
Modifikator zur Einführung eines 5/6-Carboxyfluoresceins verwendet. Die 
Carboxylseitenkette einer benachbarten Asparaginsäure war eine Vorstufe des 
Thioesters. Der zweite Ansatz stellte die einmalige Modifikation des C-Terminus der 
Jun- und Fos-Peptide mit einem bereits zuvor synthetisierten Baustein, welcher die 
gewünschten fluorogenen Eigenschaften mitbringt, dar 
Durch die erste Strategie konnte kein reaktionsfähiger fluorogener Thioester isoliert 
werden. Die hohe Anzahl an Reaktionsschritten auf dem festen Träger führte zu einem 
Mix an Reaktionsprodukten, da selbst an der festen Phase kein Reaktionsschritt 
vollkommen quantitativ ablief. Die so erhaltene ungereinigte Abspaltlösung konnte 
nicht aufgetrennt werden, um den gewünschten Thioester zu isolieren. Um das 
synthetisierte fluorogene Thioestermolekül mit der C-terminalen Coiled-coil-Domäne 
zu verknüpfen, wurde auf die „Click“-Reaktion zurückgegriffen. Mit Hilfe dieser 
Methode konnte sowohl das Jun- als auch Fos-Peptide als fluorogener Thioester 
synthetisiert werden. 
Anschließend konnten die ersten AP-1 Templat-gesteuerten fluorogenen nativen 
chemischen Peptidverknüpfungsreaktionen durchgeführt werden. Es konnte bei der 
Reaktion mit JunCTTE ein Templat-Effekt nachgewiesen werden. Die 
Fluoreszenzintensität des hydrolysierten JunCTTE wurde hier als Wert für die 
maximale Ausbeute angenommen („100%“-Wert). Wurden bei einer 
Peptidkonzentration von 0.5 µM zum Thioester JunCTTE die Cysteinylpeptide 
FosCTCys und JunCTCys gegeben, wurde ein Fluoreszenzanstieg entsprechend einer 
Ausbeute von 37% und 16% beobachtet. Wird die doppelsträngige AP-1 DNA zum 
JunCTTE und JunCTCys gegeben, konnte eine Ausbeute von 28% erreicht werden. 
Analog bei JunCTTE und FosCTCys wurde eine Ausbeute von 85% erreicht. Das war 
ein Hinweis auf einen durch die Anwesenheit von AP-1 hervorgerufenen 
Beschleunigung der fluorogenen NCL zwischen den Jun- und Fos-Peptiden.  
Das immer wieder auftauchende Problem der permanent abfallenden Fluoreszenz des 
hydrolysierten JunCTTE deutete auf eine Homodimerisierung von JunCTTE hin. Um 
eine stabile Fluoreszenzintensität für den hydrolysierten JunCTTE zu erhalten, wurden 
Detergentien wie DDM, Tween 20, Triton X100 und NP40 und das 
bindungsblockierende Protein BSA verwendet. Zwar führte die Zugabe der 
 98 
 
Detergentien zu keiner konstanten Fluoreszenz des hydrolysierten JunCTTE, jedoch 
konnte eine Homodimerisierung als wahrscheinlichster Grund für diesen Effekt 
herausgestellt werden, da die Zugabe von stärker bindenden Fos die gesunkene 
Fluoreszenzintensität teilweise wieder herstellen konnte. Auch führte die Zugabe von 
6 M GnHCl und der Verdau durch Trypsin von JunCTTE zu keinem Absinken der 
Fluoreszenzintensität mehr. 
5.1.2.3 Antikörper als Templat für die NCL 
In diesem Abschnitt wurde ein Antikörper als Templat, welcher von Peptidfragmenten 
gebunden werden soll, um ein Fluoreszenzsignal zu erzeugen, genutzt Um ein 
Fluoreszenzsignal zu erzeugen, wurde auf das Prinzip der hier entwickelten fluorogenen 
NCL zurückgegriffen. Zur Untersuchung der fluorogenen nativen chemischen 
Peptidverknüpfung war der Antikörper ein spannendes Bindungsziel. Der Antikörper 
besitzt zwei Bindungsstellen und erfüllt damit das wichtigste Kriterium eines 
Templatmoleküls. 
Zur Vermittlung der fNCL wurde der Anti-FLAG-Antikörper, welcher das Epitop 
DYKDDDDK trägt, verwendet. In den nicht fluorogenen Testreaktionen wurde 
festgestellt, dass die Zugabe des Thioester-Epitop-Konjugats und Cysteinyl-Epitop-
Konjugat zu einer Erniedrigung der Ligationsausbeute führte. Aufgrund diese 
Beobachtung wurde angenommen, dass der Antikörper die entsprechend modifizierten 
Epitope gebunden hatte, aber gleichzeitig die Binder räumlich trennte. Die räumliche 
Distanz verhinderte die Annäherung der reaktiven Gruppen. Aufgrund dieser Annahme 






Abbildung 72: A) Durch eine Abmessung der Röntgenkristallstruktur des Anti-FLAG-Antikörpers 
konnte eine minimaler Abstand der Antikörperarme von 0 Å (bei 0°), ein mittlerer Abstand der 
Antikörperarme von 110 Å (bei 90°) und ein maximaler der Antikörperarme von 156 Å (bei 180°) 
festgelegt werden. B) Durch verschiedene Kombinationen der reaktiven Peptide 129a-c, 130a-c, 131a, 
131b und 132 können unterschiedliche Distanzen überbrückt werden. Mithilfe der β-Ala-Peptide können 
Distanzen von min. 80 Å bis max. 180 Å (Konturlänge) bzw. Distanzen von 28 Å bis max. 42 Å (mittlere 
Länge) überwunden werden. Mithilfe der SGG-Peptide können Distanzen von min. 68 Å bis max. 148 Å 
(Konturlänge) bzw. Distanzen von 22 Å bis max. 32 Å (mittlere Länge) überwunden werden (L(β-Ala) = 
5 Å , L(S oder G) = 3.81 Å ;vgl. Tabelle in B)). C) Für die fluorometrisch vermessenen 
Reaktionskombinationen konnte durch die Zugabe des Anit-FLAG-Antikörpers keine vermehrte Bildung 
eines Reaktionsprodukts nachgewiesen werden. 
Die reaktiven Gruppen und die Epitope wurden durch unterschiedlich lange peptidische 
Linker voneinander getrennt. Als Linker wurden Poly-β-Alanin und Serin-Glycin-
Glycin-Segmente verwendet. Um die Epitope als fluorogene Thioester zu modifizieren, 
wurde auf die Strategie aus Abschnitt 4.4 zurückgegriffen. Das Thioestermolekül wurde 
N-Terminal an das Linker-Epitop-Konjugat mit Hilfe der Click-Reaktion angebracht. 
Da die Click-Reaktion zum Abschluss der Festphasenpeptidsynthese angebracht wurde, 
agierte 123 zusätzlich als eine Art hydrophober Anker, welcher die Isolation der 
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Zielpeptide deutlich vereinfachte. Neben den Thioestern wurden die Cysteinylpeptide 
mit Poly-β-Alanin und SGG-Segmenten modifiziert. Durch die Kombination der 
Cysteinylpeptide und Thioesterpeptide konnten mit den Poly-β-Alaninlinkern und den 
Poly-SGG-Linkern Konturlängen von 80 Å-180 Å bzw. 68 Å-148 Å überwunden 
werden. Wurden die mittleren Längen betrachtet, waren es 28 Å - 42 Å für die Poly-β-
Alaninlinker und 22 Å - 32 Å für die Poly-SGG-Linker (vgl. Tabelle in Abbildung 72). 
Es wurde beobachtet, dass bei der fluorogenen NCL in Anwesenheit des Anti-FLAG-
Antikörpers mit zwölf Reaktionspermutatinen kein Anstieg des Fluoreszenzsignals 
nachgewiesen werden konnte. Mit Hilfe der Fluoreszenzpolarisation konnte der 
qualitative Nachweis einer Bindung der Click-modifizierten Peptide erbracht werden. 
Weiterhin wurde in höheren Peptidkonzentrationen durch UPLC-MS gezeigt, dass die 
N-terminalen Thioesterepitope in der Lage ist mit den Cysteinylpeptiden zu reagieren, 
um das jeweils gewünschte Ligationsprodukt zu bilden. Es wurde angenommen, dass 
der Abstand der Bindungsarme im FLAG-Antikörper doch zu groß war, um zwei 
gebundene Peptide soweit anzunähern, sodass eine chemische Reaktion ablaufen kann. 
Der Versuch, den Abstand zwischen beiden Bindungsstellen im Anti-FLAG-Antikörper 
mit Poly-β-Alanin- und SGG-Segment-Linkern zu kompensieren, schlug somit fehl 
(Abbildung 72 C). 
5.1.2.4 Abstandssceening 
Die Ergebnisse aus Abschnitt 4.5 wurden als Ausgangspunkt für ein Abstandsscreening 
herangezogen. Dabei wurde die Modellreaktion aus Abschnitt 4.2.1 verwendet. Ein E6-
Templat wurde derart modifiziert, dass zwischen zwei E3-Peptiden ein Linker eingefügt 
wurde. Der Linker bestand aus SGG-Segmenten. Es wurde untersucht, inwiefern die 
Veränderung der Länge dieser Linker im Templatmolekül die Ausbeute der fluorogenen 
nativen chemischen Peptidverknüpfung von zwei K3-Peptidfragmenten beeinflusst. 
Zusätzlich wurden die reaktiven Peptidfragmente durch die Einführung von SGG-
Segmenten zwischen dem K3-Abschnitt und der reaktiven Gruppe modifiziert. So 
konnte ein einfaches Modellsystem zur Untersuchung der abstandsabhängigen Ausbeute 
in einer fNCL vorgestellt werden. Die Ausbeuten konnten schnell und in Echtzeit mit 
Hilfe der Fluoreszenzspektroskopie untersucht werden.  
Es wurde beobachtet, dass die Ausbeute der NCL von den Abständen der 
Bindungsstellen im Templat abhängt. Weiterhin konnte gezeigt werden, dass ein 





SGG-Segmente in den bindenden K3-Peptiden zu höheren erhöhte Ausbeuten führte. 
Ähnlich wie bei der fNCL mit dem Anti-FLAG-Antikörper fand hier keine Reaktion 
zwischen zu weit entfernten reaktiven Gruppen statt. Allerdings gelang es hier unter 
kontrollierten Bedingungen durch die Verlängerung des Abstands zwischen den 
reaktiven Gruppen und dem Peptidfragment, wieder eine Reaktion stattfinden zu lassen.  
 
Abbildung 73: A) Auftragung aller zusammengefassten SGG-Mittelwerte mit der entsprechend auf den 
Maximalwert der Fluoreszenz normierte Fluoreszenz. B) Betrachtung der SGG-Werte von -4 bis -1 und 
deren lineare Regression (gepunktete Linie). 
Um einen Abstand zwischen zwei Bindungsstellen zu bestimmen, ab dem keine 
Reaktion mehr zwischen zwei bindenden reaktiven Peptiden stattfindet, wurde die 
Hilfsgröße SGG eingeführt. Negative Werte von SGG zeigen an, dass die Anzahl der 
SGG-Segmente in den reaktiven Peptiden nicht ausreichend war, um den ebenfalls 
durch SGG-Segmente im Templat erzeugten Abstand der Bindungsstellen zu 
überwinden (Abbildung 73 A). Die Ermittlung der Mittelwerte der 
Fluoreszenzintensitäten der SGG-Werte erlaubte eine Berechnung einer 
Regressionsgerade über die Werte von SGG = -1 bis SGG = -4. Die 
Fluoreszenzintensität, welche der Hintegrundhydrolyse entsprach, würde die Regression 
bei SGG = -6.4 schneiden (Abbildung 73 B).  Daraus wurde geschlossen, dass bei 
einem Abstand von 16.6 Å zwischen den reaktiven Gruppen kein Templat-Effekt mehr 
zu beobachten ist. Dennoch führte eine Verlängerung der SGG-Segmente zwischen den 
reaktiven Gruppen und den Bindungsstellen der reaktiven Peptide zu einer 
Kompensation dieser Distanz. Ob diese Kompensation auch bei größeren Distanzen 
zwischen den Bindungsstellen am Templatmolekül möglich ist, oder ob sogar eine 
Grenze für die Kompensation existiert, sollte an diesen Modellsystem überprüft werden. 





Diese Arbeit stellt wichtige Erkenntnisse für die Anwendung einer fluorogenen nativen 
chemischen Peptidverknüpfung zur Verfügung. Es wurde eine neue fluorogene 
Peptidverknüpfung zwischen zwei Peptidfragmenten vorgestellt. Durch die Gestaltung 
der Peptidfragmente, konnte die Reaktion so durchgeführt werden, dass sie als 
Nachweisreaktion für ein Element, welches die Peptidfragmente bindet, genutzt werden 
kann. In dieser Arbeit konnte das System noch nicht an einem biologischen POI 
angewendet werden. Hierzu würde sich u.a. das bereits bearbeitete Beispiel in 
Abbildung 14 anbieten Die Vorarbeiten im K3/E3-Modellsystem und die hier etablierte 
selbstreinigende Thioestersynthese mit Tandem-Entschützungs-Kupplungs-Strategie der 
Fluoreszenzmarkierung erlaubt einen schnellen Transfer auf andere 
Bindungssituationen und somit andere Peptidthioester-Sequenzen. Die vorgestellte 
Thioestersynthese bietet die Möglichkeit beliebige Fluoreszenzfarbstoffe und Thiol-
modifizierte Fluoreszenzlöscher zu verwenden. So ist eine multiplexe fluorogene native 
chemische Peptidverknüpfung denkbar. Durch Algorithmen ist es möglich 
unterschiedliche Coil-Peptid-Template zu erzeugen. Durch das Design von 
komplementären reaktiven Peptidfragmenten, könnte ein multiplexer Ansatz leicht 
untersucht werden.  
Weiterhin konnte eine äußerst flexible Synthese-Route für N-terminale fluorogene 
Thioester entwickelt werden. Diese Methode erlaubt die bequeme Erweiterung N-
terminaler Alkin-modifizierter Peptide durch einen Baustein, welcher die fluorogene 
Eigenschaften bereits trägt. Da der Baustein im Vorfeld synthetisiert wird, ist hier 
ebenfalls ein multiplexer Ansatz denkbar. Der α-Stickstoff und die Carboxylgruppe von 







6 EXPERIMENTELLER TEIL 
6.1 Messgeräte und Hilfsmittel 
6.1.1 Chemikalien 
Die für die Festphasenpeptidsynthese verwendeten Harze wurden von der Firma 
NOVOBIOCHEM (NOVASYN-TGR-Harz) und RAPP POLYMERS (Polystyrol-S-
NH2-Harz) bezogen. Fmoc-geschützte Aminosäuren wurden von BIOSOLVE bezogen. 
Boc-geschützte Aminosäuren wurden von der Firma NEOMPS erworben. Die 
verwendeten Kupplungsreagenzien wurden von IRIS BIOTECH und NOVABIOCHEM 
bezogen. Das DMF für die Festphasenpeptidsynthese stammte von BIOSOLVE. Die 
weiteren für die Festphasenpeptidsynthese verwendeten Chemikalien 
(Essigsäureanhydrid, Piperidin, NMM, DIPEA) wurden von ACROS ORGANICS 
bezogen. Weiterhin wurden Chemikalien der Firmen ACROS, ALDRICH und FLUKA 
verwendet. 
6.1.2 Festphasenpeptidsynthese 
Die manuelle Festphasenpeptidsynthese wurde je nach Ansatzgröße in 2 ml bzw. 5 ml 
PE-Spritzenreaktoren mit Teflonfritten (Porengröße: 50 μm) der Firmen 
MULTISYNTECH/WITTEN und BRAUN durchgeführt. Die automatisierte 
Festphasenpeptidsynthese wurde in 5-10 μmol Maßstab an einem MULTIPEP RS-
Peptidsyntheseautomaten in 2 ml Spritzenreaktoren der Firma INTAVIS AG 
durchgeführt. 
6.1.3 MALDI/TOF-Massenspektrometrie 
Die MALDI/TOF-Massenspektren wurden mit zwei Geräten gemessen. Einmal wurde 
mit der VOYAGER-DE PRO BIOSPECTROMETRY WORKSTATION der Firma 
PERSEPTIVE BIOSYSTEMS gemessen. Zur Ionisierung wurde ein Stickstoff-UV-
Laser der Wellenlänge  = 337 nm verwendet (Beschleunigungsspannung: 20 kV, Grid: 
94 %, Guide Wire: 0.05, Delay Time: 100 ns). Das zweite Gerät war ein BRUKER 
REFLEX III mit einem Stickstoff-Laser der Wellenlänge 337 nm 
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Beschleunigungsspannung: 20 kV, Delay Time: 45 ns). Als Matrix wurden eine Lösung 
von 1 mg · ml−1 2,5-Dihydroxybenzoesäure in Wasser und eine gesättigte Lösung von 
Sinapinsäure in MeCN/H2O/TFA (49.9:50:0.1) verwendet. 
6.1.4 Analytische HPLC: 
Analytischen HPLC-Analysen wurden mit einer ELITE LACHROM-Anlage der Firma 
MERCK-HITACHI durchgeführt. Die Detektion der Signale erfolgte hierbei mit einem 
Diodenarray-UV-Vis-Detektor bei einer Wellenlänge von 220 nm. Zur Trennung wurde 
eine auf 55 °C temperierte POLARIS RP-C18 Säule (5μ 250/4, Porengröße: 220 Å) der 
Firma VARIAN bei einer Flussrate von 1 ml · min−1 verwendet. Als mobile Phasen 
wurden folgende Gemische eingesetzt: A1 (98.9 % Wasser, 1% Acetonitril, 0.1% TFA) 
und B1 (98.9% Acetonitril, 1% Wasser, 0.1% TFA). 
6.1.5 Analytische HPLC-MS 
Analytischen HPLC-MS-Analysen wurden auf einem Gerät der Firma AGILENT der 
SERIE 1100 durchgeführt. Zur Detektion der Molekülmassen wurde ein SL-Quadrupol 
Massenspektrometer verwendet. Die Detektion der Signale erfolgte mit einem UV-Vis-
Detektor bei einer Wellenlänge von 210 nm. Zur Trennung wurde eine auf 55 °C 
temperierte POLARIS RP-C18 Säule (3μ, 1254/2, Porengröße: 220 Å) der Firma 
VARIAN bei einer Flussrate von 0.3 ml · min−1 verwendet. Als mobile Phasen wurden 
folgende Gemische eingesetzt: A2 (98.9% Wasser, 1% Acetonitril, 0.1% Ameisensäure) 
und B2 (98.9% Acetonitril, 1% Wasser, 0.1% Ameisensäure).  
6.1.6 Analytische UPLC-MS 
Analytischen UPLC-Analysen wurden auf einem AQUITY ULTRA PERFORMANCE 
LC Gerät der Firma WATERS gemessen. Die Detektion der Signale erfolgte mit einem 
UV-Vis-Detektor bei einer Wellenlänge von 210 nm. Zur Detektion der Molekülmassen 
wurde ein SL-Quadrupol Massenspektrometer verwendet. Zur Trennung wurde eine auf 
50 ◦C temperierte RP-C18 Säule (1.7μ, 2.1 × 50, Porengröße: 130 Å) der Firma 
WATERS bei einer Flussrate von 0.6 ml · min−1 verwendet. Als mobile Phasen wurden 
folgende Gemische eingesetzt: A1 (98.9% Wasser, 1% Acetonitril, 0.1% TFA) und B1 
(98.9% Acetonitril, 1% Wasser, 0.1% TFA), A2 (98.9% Wasser, 1% Acetonitril, 0.1% 





6.1.7 Präparative und semipräparative HPLC 
Die präparativen und semipräparativen HPLC-Trennungen wurden auf einem Gerät der 
Firma AGILENT der SERIE 1100 durchgeführt. Die Detektion der Signale erfolgte mit 
einem UV-Vis-Detektor bei einer Wellenlänge von 220 nm. Zur Trennung wurde eine 
POLARIS RP-C18 Säule (5μ, 220 × 100, Porengröße: 220 Å) der Firma VARIAN bei 
einer Flussrate von 6 ml · ml−1 und eine GRAVITY RP-C18 Säule (5μ, 25 × 21, 
Porengröße: 220 Å) bei einer Flussrate von 15 ml · ml−1 verwendet. Als mobile Phasen 
wurden folgende Gemische eingesetzt: A1 (98.9% Wasser, 1% Acetonitril, 0.1% TFA) 
und B1 (98.9% Acetonitril, 1% Wasser, 0.1% TFA). 
6.1.8 Photometer 
Die UV-Vis-Messungen wurden an einem SMARTSPEC PLUS 
SPECTROPHOTOMETER der Firma BIORAD durchgeführt. Vor jedem Messzyklus 
wurde das die Absorption des Lösungsmittel als Hintergrund bestimmt. Dabei erfolgten 
die Messungen in 1 ml bzw. 0.1 ml Halbmikro-Quarzküvetten der Firma HELLMA. 
6.1.9 UV-spektroskopische Bestimmung der 
Kupplungsausbeuten bzw. des Beladungsgrads 
(Fmoc-Monitoring) 
Für die Bestimmung der Beladung eines Harzes wurden ca. 1 mg des entsprechenden 
Harzes eingewogen, in einem 1.5 ml Eppendorfgefäß mit 1 ml einer Lösung aus 
Piperidin/DMF (1:4) versetzt und fünf Minuten lang geschüttelt. Die Konzentration des 
gebildeten Piperidin-Fulvenaddukts konnte mit Hilfe des Lambert-Beerschen Gesetzes 
(Gl. 7.1) bei einer Wellenlänge von 300 nm bestimmt werden. Dabei ist der 
Extinktionskoeffizient bei 300 nm gleich 7800 l · M−1· cm−1. 
 
6.1.10 Konzentrationsbestimmung der Peptid-
Stammlösungen 
Enthielt die Peptidsequenz ein Tyrosin, konnte mit Hilfe des Extinktionskoeffizienten 
280nm = 1490 l · M
−1· cm−1 die Konzentration des Peptids in Lösung berechnet werden. 
Waren keine guten Chromophore in der Peptidsequenz enthalten, konnte die Absorption 
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bei 214 nm gemessen werden. Hierzu musste jedoch der sequenzspezifische 
Extinktionskoeffizient 214nm berechnet werden. Jede Amidbindung besitzt dabei einen 
Wert von 214nm gleich 923 l · M
−1· cm−1. Die Extinktionskoeffizienten der 
Aminosäureseitenketten können Tabelle 5 entnommen werden. 
Tabelle 5: Extinktionskoeffizienten der Aminosäureseitenketten der verwendeten Aminosäuren bei einer 
Wellenlänge von 214 nm. 
Aminosäure 214nm Aminosäure 214nm 
Alanin 32 Leucin 45 
Arginin 102 Lysin 41 
Asparagin 136 Methionin 980 
Asparaginsäure 58 Phenylalanin 5200 
Cystein 225 Prolin 30 
Glutamin 142 Serin 34 
Glutaminsäure 78 Threonin 41 
Glycin 21 Tryptophan 29050 
Histidin 5125 Thyrosin 5375 
Isoleucin 45 Valin 43 
 
6.1.11 NMR-Spektroskopie 
Die 1H- und 13C-NMR-Spektren wurden mit Spektrometern des Typs AVANCE II 300, 
AVANCE II 400, AVANCE II 500 und AVANCE 600 der Firma Bruker gemessen. Als 
interner Standard für die 1H-NMR-Spektren diente das Restprotonensignal des 
deuterierten Lösungsmittels (CDCl3: δ = 7.26; CD3OD: δ = 4.84; d6-DMSO: δ = 2.50, 
D2O: δ = 4.79). Zur Kennzeichnung der Multiplizität der Signale werden folgende 
Abkürzungen verwendet: s (Singulett), d (Dublett), t (Triplett), t(dd) (Pseudotriplett), m 
(Multiplett), mc (zentriertes Multiplett), br (verbreitertes Signal). Die 
Kopplungskonstanten J sind in Hertz (Hz) angegeben. Die 13C-NMR-Spektren wurden 
1H-breitbandentkoppelt gemessen und mit dem Signal des deuterierten Lösungsmittels 
(CDCl3: δ = 77.16; CD3OD: δ = 49.05; d6-DMSO: δ = 39.43) referenziert. Die 







Für dünnschichtchromatographische Analysen kamen mit Kieselgel 60 beschichtete 
Aluminium-platten der Firma Merck (Typ 60-F254, Schichtdicke 0.2 mm) zum Einsatz. 
Angegeben sind Rf-Werte (Laufhöhe, relativ zur Laufmittelfront). Neben der Detektion 
der Fluoreszenzauslöschung mit UV-Licht der Wellenlänge 254 nm wurden die 
Chromatogramme mit folgenden Tauch-Reagenzien angefärbt: ethanolische 
Schwefelsäure (5 mL konzentrierte Schwefelsäure, 95 mL Ethanol), Seebach-Reagenz 
(1.0 g Cer(IV)-sulfat-Tetrahydrat, 2.5 g Molybdatophosphorsäure, 94 mL Wasser, 6 mL 
konzentrierte Schwefelsäure). 
6.1.13 Säulenchromatographie 
Säulenchromatographische Trennungen wurden bei erhöhtem Druck (Flash-
Chromatographie) an Kieselgel 60 der Firma Acros (Korngröße: 0.035 – 0.070 mm) 
durchgeführt. 
6.1.14 Fluoreszenzspektroskopie 
Fluoreszenzspektren wurden mit Hilfe eines Varian Cary Eclipse Spektrometer 
aufgenommen. Als Anregungswellenlänge für die 5/6Carboxyfluoreszeingruppe wurde 
495 nm gewählt. Der Schlitz für das eingestrahlte Licht dieser Wellenlänge wurde mit 5 
nm gewählt. Die fluorogenen Reaktionen wurden überwacht, indem das abgestrahlte 
Licht als Fluoreszenzsignal bei 525 nm aufgezeichnet wurde. Der Schlitz für das 
emittierte Licht wurde ebenfalls auf 5 nm eingestellt. Der Küvettenhalter wurde auf eine 
Temperatur von 22°C temperiert. 
6.2 Manuelle Peptidsynthese 
6.2.1 Manuelle Peptidsynthese nach der Fmoc-Strategie 
• Beladung: 40 mg eines TGR-Harzes (Beladung: 0.25 μmol· mg) wurden in einen 
3 ml Spritzenreaktor eingewogen und eine Stunde lang in etwa 1 ml DMF quellen 
gelassen. Um die erste Fmoc geschützte Aminosäure (Fmoc-AA-OH) auf das Harz 
zu kuppeln, wurde das Harz dreimal mit je 4 Äq Fmoc-AA-OH (0.2-0.3 M), 
3.6 Äq HCTU, 4 Äq HOBt und 8 Äq NMM in DMF für 30 min behandelt. Das Harz 
wurde fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit DMF gewaschen. 
Anschließend wurden für 5 Minuten 1 ml einer Lösung aus Pyridin/Ac2O (9:1) zu 
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dem Harz gegeben. Das Harz wurde nun fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und 
fünfmal mit DMF gewaschen.  
• Fmoc-Protokolle zum Aufbau der Cysteinylpeptide: Die Fmoc-Schutzgruppe wurde 
zweimal mit je 1 ml einer Lösung von Piperidin/DMF (1:4) behandelt. Die 
Kupplungsausbeuten konnten nach Gl. 7.1 mit Hilfe des beschriebenen Verfahrens 
bestimmt werden. Nach der Entschützung der Fmoc-Schutzgruppe wurde das Harz 
fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit DMF gewaschen. Das Harz 
wurde nun 30 Minuten mit einer Lösung von 4 Äq Fmoc-AA-OH (0.2-0.3 M), 
3.6 Äq HCTU, 4 Äq HOBt und 8 Äq NMM behandelt und darauf fünfmal mit DMF, 
fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit DMF gewaschen. Das Harz wurde 
anschließend 5 Minuten mit einer Lösung aus Pyridin/Ac2O (9:1) behandelt und 
wieder fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit DMF gewaschen 
werden. Bei der Synthese von Peptiden nach der Fmoc-Strategie muss die N-
terminale Fmoc-Schutzgruppe vor der Freisetzung vom polymeren Träger entfernt 
werden.  
• Freisetzung vom polymeren Träger: Vor der Abspaltung des Volllängenpeptids 
wurde das Harz fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2, fünfmal mit DMF und 
zehnmal mit CH2Cl2 gewaschen. Zur Abspaltung wurde eine Abspaltlösung von 
TFA/TIS/H2O (96:2:2) hergestellt. Zu der Abspaltlösung wurden noch 2 mg · ml
−1 
H-Cys-OMe ·HCl gegeben. Für eine Ansatzgröße von 10 μl wurden 1 ml 
Abspaltlösung zu dem Harz gegeben. Das Harz wird 1.5 Stunden in der 
Abspaltlösung geschüttelt. Enthält das Peptid Pbf-geschützes Arginin, wurden 20% 
mehr Abspaltlösung zum Harz gegeben. Es wurde dabei 2 h geschüttelt. Die 
Abspaltlösung wurde in die 8 bis 10 fache Menge kalten Diethylether gegeben. Das 
Präzipitat wurde durch Zentrifugieren bei 4300 U · min−1 bei 4 °C abgetrennt. 
• Aufreinigung des Rohproduktes: Das getrocknete Präzipitat wurde je nach 
Löslichkeit in der nötigen Menge Wasser bzw. einem Gemisch aus 
Acetonitril/Wasser/TFA (59.9:40:0.1) aufgenommen und mit Hilfe der präparativen 
HPLC aufgereinigt. 
6.2.1.1 Testabspaltung vom polymeren Träger 
Es wurden ca. 1 mg am Hochvakuum getrocknetes Harz in ein 2 ml Sarstedtgefäß 





Stunden lang geschüttelt. Die Abspaltlösung wurde in 850 μl kalten Ether gegeben und 
konnte als abzentrifugiertes Präzipitat mittels analytischer HPLC analysiert werden. 
6.2.1.2 Fmoc-Testabspaltung 
Es wurden ca. 1 mg am Hochvakuum getrocknetes Harz in ein 1.5 ml Eppendorfgefäß 
eingewogen und mit 1 ml einer Lösung aus Piperidin/DMF (1:4) versetzt und fünf 
Minuten geschüttelt. Nach dem Abzentrifugieren wurde die Entschützungslösung 
abgenommen und die Stoffmenge des vorhandenen Peptids am Harz mit Hilfe der 
Methode aus Abschnitt 7.1 bestimmt. 
6.2.2 Synthese von Peptidthioestern nach der Boc-Strategie 
Beladung: 250 mg eines MBHA-Harzes (Beladung: 1.3 mmol · g−1) wurden in einem 
3 ml Spritzenreaktor eingewogen und 30 min in ca. 1 ml DMF quellen gelassen. 
Anschließend wurde das Harz zweimal 10 min in 5 % DIPEA in DMF geschüttelt. Das 
Harz wurde fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und wieder fünfmal mit DMF 
gewaschen. Um eine Beladung von ca. 0.2 mmol · g−1 zu erreichen wurden 4 Äq Fmoc-
Glycin, 4 Äq PyBOP und 8 Äq NMM eine Stunde lang in 1.5 ml DMF zur Reaktion 
gebracht. Das Harz wurde fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit 
DMF gewaschen. Nun wurde das Harz einmal 10 min mit einer Lösung aus 
Pyridin/Essigsäureanhydrid (9:1) behandelt. Nach Abfiltrieren der Capping-Lösung 
wurde das Harz fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2, fünfmal mit DMF und zehnmal 
mit CH2Cl2 gewaschen und am Hochvakuum getrocknet. Der Beladungsgrad wurde mit 
Hilfe des Fmoc-Monitorings bestimmt. Beladungsgrad des MBHA-Harzes: 
0.46 mmol · g−1 
Manuelle Synthese von Mercaptopropionsäureglycinamid-Thioestern: 18.18 mg 
(10 μmol) des MBHA-Harzes (Beladung: 0.46 mmol · g−1) wurden in einem 3 ml 
Spritzenreaktor eingewogen und 3 Stunden in ca. 2 ml DMF quellen gelassen. Die 
Abspaltung der Fmoc-Schutzgruppe erfolgte durch die Behandlung des Harzes mit 
zweimal 2 min mit je 500 μl einer Lösung aus Piperidin/DMF (1:4). Das Harz wurde 
fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit DMF gewaschen. Die nun 
freien Aminogruppen wurden zweimal je eine Stunde mit je 10 Äq 3-
Tritylmercaptopropionsäure, 10 Äq PyBOP und 12 Äq NMM zu Reaktion gebracht. 
Das Harz wurde fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit DMF 
gewaschen. Nach der Behandlung des Harzes mit 1 ml Pyridin/Ac2O (9:1) für eine 
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Minute, wurde das Harz fünfmal mit DMF und zehnmal mit CH2Cl2 gewaschen. Die 
Tritylgruppe wurde durch Schütteln mit einer Lösung von 1.5 ml 5 % TIS in TFA für 
30 Minuten entfernt. Anschließend wurde das Harz zehnmal mit CH2Cl2 und fünfmal 
mit DMF gewaschen. Anschließend wurde eine Boc-geschützten Aminosäure (Boc-AA-
OH) auf die freie Thiolgruppe gekuppelt. Hierzu wurden 4 Äq Boc-AA-OH, 3.6 Äq 
HCTU, 4 Äq HOBt und 8 Äq NMM in 500 μl DMF für 30 Minuten mit dem Harz zur 
Reaktion gebracht. Das Harz wurde nun fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und 
fünfmal mit DMF gewaschen und 3 min mit einer Lösung von Pyridin/Ac2O (9:1) 
versetzt. Nach anschließendem fünfmaligen Waschen mit DMF und zehnmaligen 
Waschen mit CH2Cl2 wurde die Boc-Schutzgruppe mit einer Lösung aus 5 % m-Kresol 
in TFA für 3 Minuten entschützt. Das Harz wurde zehnmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit 
DMF gewaschen. Der Kupplungszyklus wurde mit den entsprechenden Boc-
geschützten Aminosäuren wiederholt bis das Volllängenpeptid am Harz aufgebaut 
wurde.  
Freisetzung vom polymeren Träger: Um den Thioester vom Harz abzuspalten, wurde 
für eine Ansatzgröße von 10 μmol 1.5 ml einer Abspaltlösung von TFA/TFMSA/m-
Kresol (80:15:5) hergestellt. Das Harz wurde für 1.5 Stunden in der Abspaltlösung 
geschüttelt. Die Abspaltlösung wurde dabei in die 8 bis 10 fache Mengeüber Trockeneis 
gekühlten Diethyleter gegeben. Das Präzipitat wurde durch eine 15 minütige 
Zentrifugation bei 4°C und 4300 U · min−1 abgetrennt. Durch wiederholtes Lösen des 
Präzipitats in TFA und  weiteres Umfällen mit kaltem Diethylether wurde das Präzipitat 
von TFMSA befreit.  
Aufreinigung des Rohproduktes: Das getrocknete Präzipitat wurde je nach Löslichkeit 
in der nötigen Menge Wasser bzw. einem Gemisch aus Acetonitril/Wasser/TFA 
(59.1:40:0.1) aufgenommen und mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt.  
6.3 Automatisierte Festphasenpeptidsynthese 
Die automatisierte Festphsenpeptidsynthese wurde im 25 µmol Maßstab durchgeführt. 
Peptidamide wurden am NovaSyn-TGR-Harz synthetisiert.  
6.4 Selbstreinigende Peptidthioestersynthese 
Synthese des 4-Sulfamylbutyryl-(PhiPr)glutamyl-Glycerin-Polystyrol-Harzes: 485 mg 





Filterfritte in ca. 1 ml DMF 20 min gequollen. 595 mg (2 mmol, 4 Äq) Fmoc-Gly-OH, 
1.04 g (2 mmol, 4 Äq) PyBOP und 1.02 ml (4 mmol, 8 Äq) DIPEA wurden in 10 ml 
DMF gelöst und auf das Harz gegeben und über Nacht geschüttelt. Anschließend wurde 
die Reaktionslösung abfiltriert und das Harz dreimal mit jeweils ca. 1 ml DMF, CH2Cl2 
und wieder mit DMF gewaschen. Anschließend wurde das Harz 5 min mit einer Lösung 
aus DMF/Ac2O/1,2-Lutidin 89:5:6 behandelt und wieder jeweils dreimal mit ca. 1 ml 
DMF, CH2Cl2 und DMF gewaschen. Die Fmoc-Schutzgruppe wurde entfernt, indem das 
Harz zweimal 5 min mit einer DMF/Piperidin 4:1 Lösung behandelt wurde. Nach 
Abfiltrieren der Fmoc-Abspaltlösung wurde das Harz erneut dreimal jeweils mit ca. 
1 ml DMF, CH2Cl2 und DMF gewaschen. 502 mg (1.03 mmol, 2 Äq) Fmoc-Glu(iPr)-
OH, 352 mg (927 µmol, 1.8 mmol) HATU, 146 mg (1 mmol, 2 Äq) Oxyma und 362 µl 
(2.06 mmol, 4 Äq) DIPEA wurden in 3 ml DMF gelöst und auf das Harz gegeben und 
2 h geschüttelt. Anschließend wurde die Reaktionslösung abfiltriert und jeweils dreimal 
mit ca. 1 ml DMF, CH2Cl2 und DMF gewaschen. Anschließend wurde das Harz 5 min 
mit einer Lösung aus DMF/Ac2O/1,2-Lutidin 89:5:6 behandelt und wieder jeweils 
dreimal mit ca. 1 ml DMF, CH2Cl2 und DMF gewaschen. Die Fmoc-Schutzgruppe 
wurde mithilfe entfernt, indem das Harz zweimal 5 min mit einer DMF/Piperidin 4:1 
Lösung behandelt wurde. Nach Abfiltrieren der Fmoc-Abspaltlösung wurde das Harz 
erneut dreimal jeweils mit ca. 1 ml DMF, CH2Cl2 und DMF gewaschen. 233 mg 
(1.39 mmol, 2.7 Äq) 3-Sulfamoylpropansäure, 215 µl (1.39 mmol, 2.7 Äq) DIC und 
188 mg (1.39 mmol, 2.7 Äq) HOBt wurden in 7 ml DMF gelöst, auf das Harz gegeben 
und 16 h lang geschüttelt. Nach Abfiltrieren der Reaktionslösung wurde das Harz 
fünfmal mit DMF und zehnmal mit CH2Cl2 gewaschen. Anschließend wurde das Harz 
am Hochvakuum getrocknet. Die Ausbeute wurde über die Massendifferenzwägung 
bestimmt. 




Neues Gewicht des 
Harzes 
Ausbeute 
mg µmol mg mg % 




Die neue Beladung des Harzes betrug nun 0.7 µmol ∙ mg-1.  
Erstbeladung des 4-Sulfamylbutyryl-(PhiPr)glutamyl-Glycin-Polystyrol-Harzes: 
Chloroform und DIPEA wurden bei -25°C vorgekühlt. 142 mg (100 µmol) 4-
Sulfamylbutyryl-(PhiPr)glutamyl-Glycin-Polystyrol-Harz (Beladung: 0.7 µmol ∙ mg-1)  
wurde in ca. 1 ml kalten Chloroform für 30 min gequollen. Das Chloroform wurde 
abfiltriert und 179 mg (396 µmol, 4 Äq) Fmoc-Lys(Alloc)-OH in 900 µl Chloroform 
und 594 µl DIPEA gelöst. 206 g (396 µmol, 4 Äq) PyBOP wurden in 500 µl kaltem 
Chloroform gelöst. Beide Lösungen wurden vereint, wodurch eine 0.2 M Lösung mit 
30 vol% DIPEA der Aminosäure und PyBOP entstand. Diese Lösung wurde auf das 
bereits in Chloroform gequollene Harz gegeben und 2 h bei -25°C zur Reaktion 
gebracht. Die Suspension wurde ca. alle 30 min geschüttelt. Nach dem Abfiltrieren der 
Reaktionslösung wurde der Schritt ein weiteres mal für 2 h bei -25°C wiederholt. Nach 
Abfiltrieren der Reaktionslösung wurde das Harz 5 min mit einer Lösung aus 
DMF/Ac2O/1,2-Lutidin 89:5:6 behandelt und fünfmal mit DMF und zehnmal mit DCM 
gewaschen und am Hochvakuum getrocknet. Anschließend wurden ca. 5 mg 
getrocknetes Harz aliquotiert und mit 1 ml DMF/Piperidin 4:1 versetzt, um die neue 
Beladung zu bestimmen. Das Harz wurde zweimal 5 min mit einer DMF/Piperidin 4:1 
Lösung behandelt und fünfmal mit ca. 1 ml DMF, CH2Cl2 und DMF gewaschen  
Aufbau der Peptidkette: Zum Aufbau des gewünschten Peptids wurde nach der Strategie 
aus Abschnitt 6.3 gearbeitet. 
Kupplung des Zyklisierungslinkers: Das Harz wurde zweimal zwei Stunden mit einer 
Lösung aus 10 Äq des Zyklisierungslinkers ZL in 5 % NEt3 in DMF (0.1 M) behandelt. 
Anschließend wurde das Harz fünfmal mit DMF, fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit 
DMF gewaschen. Zu dem Harz wurden 5 Minuten 1 ml Pyridin/Ac2O (9:1) gegeben, 
anschließend wurde fünfmal mit DMF und zehnmal mit CH2Cl2 gewaschen. 
Entschützung der Mmt- und PhiPr-Schutzgruppe: Zu dem Harz wurden zweimal 2 min 
1 ml einer Lösung aus 1 % TFA in CH2Cl2 gegeben. Das Harz wurde nun so lange mit 
DCM gewaschen bis die Waschlösung farblos war. Anschließend wurde das Harz noch 
zehnmal mit DCM und fünfmal mit DMF gewaschen. 
Macrocylcisierung: Das Harz wurde zweimal 2 h mit eine Lösung aus 8 Äq PyBOP 
(0.1 M), 8 Äq HOBt und 24 Äq DIPEA behandelt. Das Harz wurde fünfmal mir DMF, 





Aktivierung: Das Harz wurde dreimal mit THF und dreimal mit absolutem THF 
gewaschen. Eine Lösung von 0.1 M TMS-CH2N2 (0.2 M in Hexan) in Hexan/THF(abs.) 
(1:1) wurde für zwei Stunden zum Harz gegeben. Das Harz wurde fünfmal mit THF und 
fünfmal mit CH2Cl2 und fünfmal mit DMF gewaschen. 
Thiolyse: Für die Thiolyse wurde eine volle Beladung des Harzes angenommen 
(Anfangsbeladung des PS-Harzes: 1 mmol · g−1). Das Harz wurde in einer Lösung aus 
50 Äq HSQ (1 M) und Natriumthiophenolat 48 h geschüttelt. Anschließend wurde das 
Thiolysat abfiltriert und das Harz fünfmal mit DMF, zehnmal mit DMSO, zehnmal mit 
1 % TFA in CH2Cl2, zehnmal mit DMSO, zehnmal mit 1 % TFA in CH2Cl2 und 
fünfmal mit CH2Cl2 gewaschen. 
Einführen von 5/6-Carboxyfluorescein: Zur Einführung von 5/6Carboxyfluorescein 
wurde das Harz in CH2Cl2 gequollen. Eine Lösung aus 5 Äq 5/6-Carboxyfluorescein 
(0.07 M), 5 Äq HOBt und 5 Äq DIC in trockenen DMSO wurde in einem Sarstedtgefäß 
angesetzt. Eine weitere Lösung aus 1 Äq Pd(PPh3)4 (0.013 M) und 20 Äq PhSiH3 
wurden in einem separaten Sarstedt-Gefäß mit trockenen CH2Cl2 hergestellt. Die 
Lösungen wurden nacheinander in der Reihenfolge ihrer Herstellung auf das Harz 
gegeben. Das Harz wurde 2 h geschüttelt und anschließend so lange mit einer Lösung 
aus 0.5 % Natriumdiethyldithiocarbamat in DMF gewaschen bis das Harz seine 
Braunfärbung verliert (mindestens 50 ml). Anschließend wurde das Harz mit DMF und 
mit CH2Cl2 gewaschen. 
Abspaltung vom polymeren Träger: Die Abspaltlösung von TFA/m-Kresol/H2O/TIS 
(85:5:5:5) mit 5 mg · ml−1 H-Cys-OMe·HCl wurde für zwei Stunden zum Harz 
gegeben. Die Abspaltlösung wurde in die acht bis zehnfache (zur Abspaltlösung) 
Menge kalten Ether gegeben. Die Peptide wurden in H2O/TFA (99.999:0.0001) 
gelagert.  
6.5  Darstellung der fluorogenen Jun- und Fos-Peptide 
Dabei wurde das Harz mit Fmoc-Lys(Mmt)-OH vorbeladen. Die Mmt-Schutzgruppe 
wurde mit 1% TFA in CH2Cl2 entschützt. Das mit CH2Cl2 gewaschene Harz wurde 
nach den Bedingungen in Abschnitt 6.2.1 mit Hexinsäure behandelt. Die 
Peptidsequenzen wurden mit Hilfe der automatisierten Festphasenpeptidsynthese 
aufgebaut. Ausgehend von der Anfangsbeladung wurden die mit Volllängenpeptid 
beladenen Harze aus der automatisierten Festphasenpeptidsynthese mit CH2Cl2 
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gewaschen und am Vakuum getrocknet und in 10 µmol Aliquote aufgeteilt und in 4 ml 
Spritzenreaktoren überführt. Die Aliquote wurden in getrockneten DMF gequollen. In 
2 ml Sarstedt-Gefäßen wurden 30 µmol (3 Äq) 123 vorgelegt. Eine zuvor hergestellte 
(trockenes DMF) Lösung aus CuI wurde durch Zentrifugation von den festen 
Bestandteilen getrennt. 2 ml des klaren Überstandes zu den 30 µmol 123 gegeben. Zu 
der roten Lösung wurden 40 µmol DIPEA gegeben. Die entstandene Lösung wurden auf 
die mit 10 µmol Aliquote Harz bestückten Spritzenreaktoren gegeben. Das Harz wurde 
mit DMF und anschließend mit CH2Cl2 gewaschen. Die Abspaltlösung von TFA/m-
Kresol/H2O/TIS (85:5:5:5) mit 5 mg · ml
−1 H-Cys-OMe·HCl wurde für zwei Stunden 
zum Harz gegeben. Die Abspaltlösung wurde in die acht bis zehnfache (zur 
Abspaltlösung) Menge kalten Ether gegeben. Die Peptide wurden in H2O/TFA 
(99.999:0.0001) gelagert. 
6.5.1  Bestimmung des molaren Extinktionskoeffizienten von 
JunCTTE und FosCTTE 
Zur Bestimmung der Konzentration der Stammlösungen von JunCTTE und FosCTTE 
wurde der Extinktionskoeffizient von 123 in H2O/TFA (99.999:0.0001) mit Hilfe einer 
linearen Regression bestimmt. Bei unterschiedlichen Konzentrationen wurde die 
Absorbtion bei 280 nm beobachtet. Die lineare Regressionsgerade der Datenpunkte 
zeigt einen Extinktionskoeffizienten von ca. 9300 l mol-1 cm-1 an. 
 







Die Peptide wurden in H2O/TFA (99.999:0.0001) gelagert.  
6.6.1 Staudinger-Ligation 
Die Ligationsreaktionen wurden in 2 ml Sarstedt-Gefäßen mit einer Schraubkappe 
durchgeführt. Als wässriger Reaktions-Puffer wurde 100 mM NaH2PO4 bei pH 7.0 
verwendet. Dieser wurde in einem 50 ml Sarstedt-Gefäß durch das Lösen von NaH2PO4 
in MilliQ-Wasser hergestellt. Der pH-Wert wurde durch das Hinzufügen geeigneter 
Mengen 10 M NaOH und HCl eingestellt. Auf die Zugabe von TCEP wurde verzichtet. 
Eine vorzeitige Reduktion des Azidohomoalanins sollte verhindert werden. Vor den 
NCL-Reaktionen wurde der Puffer in einem mit einem Magnetrührer bestückten 100 ml 
Schlenk-Kolben 30 min bei ca. 20 mbar entgast und anschließend mit Argon geflutet. 
Diese Prozedur wurde fünfmal wiederholt, wobei hier das Vakuum nur für 1 min 
angelegt wurde. Die Konzentrationen der Peptid-Stammlösungen wurden mit Hilfe des 
Extinktionskoeffizienten bei 214 nm erhalten. Dabei wurde der Extinktionskoeffizient 
des Orthophosphanbenzoesäureester, mit seinen drei Phenylringen, als drei 
Phenylalanine in die Rechnung mit einbezogen. Bei der Konzentrationsbestimmung des 
Azidohomoalaninpeptids wurde die Azidogruppe vernachlässigt. Für eine 
Ligationsreaktionen mit Peptidkonzentrationen von 0.5 mM wurden jeweils 250 nmol 
88 und 99  und bei einer Peptidkonzentration von 0.05 mM jeweils 25 nmol 88 und 99 
separat  bis zur Trockne lyophylisiert. Das Azidohomoalaninpeptid 88 wurde in 500 µl 
Reaktionspuffer aufgenommen und vollständig gelöst. Die entstandene Lösung wurde 
zu der Trockne des ortho-Phosphinbenzoesäureesters 99 gegeben. Wurde die Reaktion 
Templat-gesteuert durchgeführt, wurden 125 nmol (bei 0.5 mM Peptidkonzentration) 
oder 12.5 nmol (bei 0.05 mM Peptidkonzentration) Templat zum Azidohomoalanin 
gegeben und mit diesem lyophylisiert. Aus der entstandenen Reaktionslösung wurden 
Aliquote von 20 µl (10 nmol bei 0.05 mM Peptidkonzentration und 20 nmol bei 0.5 mM 
Peptidkonzentration) wurden entnommen und in ein mit einem Glas-Einlass bestückten 
HPLC-Vial überführt. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von 10 µl TFA bei den 
ausgewählten Zeiten unterbrochen. Darauf wurde die Reaktionsmischung durch die 
Injektion von 1 µl in das UPLC-MS-System untersucht.  
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6.6.2 Natürliche chemische Peptidverknüpfung 
Die Ligationsreaktionen wurden in 2 ml Sarstedt-Gefäßen mit einer Schraubkappe 
durchgeführt. Als wässriger Reaktions-Puffer wurde 100 mM NaH2PO4, 2 mM TCEP, 
pH 7.0 verwendet. Dieser wurde in einem 50 ml Sarstedt-Gefäß durch das Lösen von 
NaH2PO4 und TCEP in MilliQ-Wasser hergestellt. Der pH-Wert wurde durch das 
Hinzufügen geeigneten Mengen 10 M NaOH und HCl eingestellt. Vor den NCL-
Reaktionen wurde der Puffer in einem mit einem Magnetrührer bestückten 100 ml 
Schlenk-Kolben 30 min bei ca. 20 mbar entgast und anschließend mit Argon geflutet. 
Diese Prozedur wurde fünfmal wiederholt, wobei hier das Vakuum nur für 1 min 
angelegt wurde. Die Konzentrationen der Peptide-Stammlösungen wurden mit Hilfe des 
Extinktionskoeffizienten bei 280 nm erhalten, wenn Tyrosin oder Tryptophan in der 
Sequenz enthalten waren. War dies nicht der Fall wurde der Extinktionskoeffizient bei 
214 nm verwendet. Bei einer Reaktions-Konzentration von 5 mM wurden 750 nmol 106 
und 750 nmol 107 in eine Lösung von 10 % TFA in Wasser gegeben und lyophylisiert. 
Der erhaltene Rückstand wurde in 150 µl entgasten Reaktions-Puffer aufgenommen. 
Aliquote von 10 µl (50 nmol) wurden entnommen und in ein mit einem Glas-Einlass 
bestückten HPLC-Vial überführt. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von 10 µl TFA 
bei den ausgewählten Zeiten unterbrochen. Darauf wurde die Reaktionsmischung durch 
die Injektion von 1 µl in das UPLC-MS-System untersucht. 
Die Templat-gesteuerten NCL-Reaktionen von 106, 107 und 87 mit 
Peptidkonzentrationen von 50 µM wurden durchgeführt, indem 7.5 nmol bereits 
lyophylisiertes 106 und 107 in 150 µl Reaktionspuffer gelöst wurde um unmittelbar mit 
3.75 nmol 87 aus der entsprechenden Stammlösung versetzt zu werden. Aliquote von 
10 µl (0.5 nmol) wurden wieder in mit einem Glas-Einlass bestückten HPLC-Vial 
überführt.  
Durch den Einsatz verschiedener Stoffmengen von 106, 107 und 87 können andere 
Peptidkonzentrationen erreicht werden. 
6.6.3 Fluorogene native chemische Peptidverknüpfung 
Die fluorogenen Ligationen mit Peptidkonzentrationen von 50 µM und 5 µM wurden in 
schwarzen Fluoreszenzküvetten (QS 10.00 mm) durchgeführt. Im folgenden wird die 
Durchführung bei einer Peptidkonzentration von 5 µM gezeigt. Durch den Einsatz 





erreicht werden.  Als wässriger Reaktions-Puffer wurde 100 mM NaH2PO4, 2 mM 
TCEP, pH 7.0 verwendet. Dieser wurde in einem 50 ml Sarstedt-Gefäß durch das Lösen 
von NaH2PO4 und TCEP in MilliQ-Wasser hergestellt. Der pH-Wert wurde durch das 
Hinzufügen geeigneten Mengen 10 M NaOH und HCl eingestellt. Vor den NCL-
Reaktionen wurde der Puffer in einem mit einem Magnetrührer bestückten 100 ml 
Schlenk-Kolben 30 min bei ca. 20 mbar entgast und anschließend mit Argon geflutet. 
Diese Prozedur wurde fünfmal wiederholt, wobei hier das Vakuum nur für 1 min 
angelegt wurde. Die Konzentrationen der Peptid-Stammlösungen des Cysteinyl- und 
Templatmoleküls wurden mit Hilfe des Extinktionskoeffizienten bei 214 nm erhalten. 
Die Konzentrationen des Peptidthioesters wurde bei einer Wellenlänge von 9300 L mol-
1 cm-1 bestimmt. In den Küvetten war bereits der entgaste Reaktionspuffer 
(100 mM NaH2PO4, 2 mM TCEP, pH 7.0) vorgelegt. Es wurden 0.65 nmol (1 Äq) 107, 
0.325 nmol 87 (0.5 Äq) und 0.65 nmol (1 Äq) 109 nacheinander aus ihren 
Vorratslösungen in die Puffer bestückte Küvette pipettiert. Die erhaltenen 
Reaktionslösungen wurden mit einer 100 µl Pipette durchmischt. Küvetten wurden mit 
einer Plastikkappe verschlossen, um sofort im temperierten Küvettenhalter platziert zu 
werden. Für die Reaktion ohne Templatmolekül wurden 0.65 nmol (1 Äq) 107 und 
0.65 nmol (1 Äq) 109 nacheinander aus ihren Vorratslösungen in die Puffer bestückte 
Küvette pipettiert. Um den Thioester zu hydrolysieren, wurden  0.65 nmol fluorogener 
Thioester in einen 2 ml Sarstedt-Gefäß mit 100 µl NH4OHaq bei 37°C für eine Stunde 
geschüttelt. Die Lösung verfärbte sich gelb. Das hydrolysierte Produkt wurde in 130 µl 
frisch entgasten Puffer aufgenommen. Die erhaltene Lösung wurde in eine schwarze 
Fluoreszenzküvette überführt. Die Küvette wurde mit einer Kappe verschlossen und in 
den temperierten Küvettenhalter gestellt. Zur Vermessung des Thioesters allein, wurde 
0.65 nmol des Thioesters in eine schwarze Fluoreszenzküvette mit 130 µl frisch 
entgasten Puffer gegeben.  
Die Fluoreszenzspektren unter den in 6.1.14 beschriebenen Bedingungen durchgeführt. 
6.6.4 Ligationsreaktionen mit DNA als Templatmolekül 
Die fluorogenen Ligationen mit einer Peptidkonzentration von 0.5 µM wurden in 
schwarzen Fluoreszenzküvetten (QS 10.00 mm) durchgeführt. Als wässriger Reaktions-
Puffer wurde 100 mM NaH2PO4, 100 µM TCEP, 0.1% „Roche blocking agent“ pH 7.0 
verwendet. Dieser wurde in einem 50 ml Sarstedt-Gefäß durch das Lösen von NaH2PO4 
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und TCEP in MilliQ-Wasser hergestellt. Der pH-Wert wurde durch das Hinzufügen 
geeigneten Mengen 10 M NaOH und HCl eingestellt. 1 ml Aliqoute des entgasten 
Puffers wurden in 2 ml Sarstedtgefäße wurden die beiden kommerziell erworbenen 
DNA-Einzelstränge in äquimolaren Mengen zusammen pipettiert und hybridisiert, 
indem sie auf 90 °C hochgeheizt und langsam (1 K/min) auf 20 °C abgekühlt wurden. 
Die Konzentrationen der Peptidthioesters wurde bei einer Wellenlänge von 9300 L mol-
1 cm-1 bestimmt. In den Küvetten war bereits der entgaste Reaktionspuffer 
(100 mM NaH2PO4, 2 mM TCEP, pH 7.0) vorgelegt. Es wurden 0.5 nmol von 
JunCTTE (1 Äq) oder FosCTTE (1 Äq) in drei von vier mit 1 ml Reaktionspuffer 
bestückte schwarze Fluoreszenzküvetten überführt. Um den Thioester zu hydrolysieren, 
wurden  0.5 nmol fluorogener Thioester in einen 2 ml Sarstedt-Gefäß mit 100 µl 
NH4OHaq bei 37°C für eine Stunde geschüttelt. Das hydrolysierte Produkt wurde in 1 ml 
frisch entgasten Puffer aufgenommen. Die erhaltene Lösung wurde in die vierte 
schwarze Fluoreszenzküvette überführt. In die erste und die zweite schwarze 
Fluoreszenzküvette wurden 0.5 nmol zum Thioester komplementäres Cysteinylpeptid 
FosCTCys (1 Äq) oder JunCTCys (1 Äq) gegeben. In die erste schwarze 
Fluoreszenzküvette wurden schließlich 0.5 nmol Doppelsträngige DNA hinzugefügt. 
Alle Küvetten wurden mit einer 1 ml Pipette durchmischt und mit einer Kappe 
verschlossen und im temperierten Küvettenhalter gestellt. 
Die Fluoreszenzspektren unter den in 6.1.14 beschriebenen Bedingungen durchgeführt. 
6.6.5 Ligationsreaktionen mit Antikörper als Templatmolekül 
6.6.5.1 Nichtfluorogene Ligationsreaktion auf Antikörpern 
• Zum Antikörper: Als Antikörper wurde ein kommerziell erhältliche 
monoklonaler ANTI-FLAG M2 Antikörper der Firma Sigma-Aldrich (F1804) 
erworben. Das Suffix M2 beschreibt die Klonungs- und Aufreinigungsmethode 
zur Herstellung des Antikörpers. Der Antikörper wurde in der Maus hergestellt 
und mit Hilfe eines hochselektiven affinitätschromatographischen Verfahrens 
isoliert. Der Antikörper wurde in einer Konzentration von 1 mg/ml ausgeliefert 
(MWANTI FLAG M2 = 160000 Da → molare Konzentration c = 6.25 µM). 
Die Ligationsreaktionen wurden in 2 ml Sarstedt-Gefäßen mit einer Schraubkappe 
durchgeführt. Da die Vorratslösung des Antikörpers sehr niedrig konzentriert war, 





Zusätzlich wurde TCEP als Reduktionsmittel beigefügt. So wurde als wässriger 
Reaktions-Puffer 10 mM NaH2PO4, 150 mM NaCl, 50% Glycerin, 2 mM TCEP bei pH 
7.4 durchgeführt. Für eine Peptidkonzentration von  50 µM wurden 8 nmol 
Cysteinylpeptid 125 und 8 nmol Mercaptopropionsäurethioester 124 in 100 µl 10%ige 
essigsaure wässrige Lösung in einen 2 ml Sarstedt-Gefäß pipettiert. Die Lösung wurde 
bis zur Trockne gefriergetrocknet. Zur Durchführung der Templat-geteuerten Reaktion 
wurden 160 µl (1 nm ANTI-FLAG Antikörper, 12.5mol%) der Antikörpervorratslösung 
zu den Peptiden gegeben und sorgfältig vermengt und anschließend sofort 
abzentrifugiert. Je nach gewünschter Reaktionstemperatur wurden die verschlossenen 
Sarstedt-Gefäße in einen 37 °C oder 22 °C (r.t.) temperierten Schüttler überführt. Betrug 
die Peptidkonzentration 10 µM wurden 8 nmol Cysteinylpeptid 125 und 8 nmol 
Mercaptopropionsäurethioester 124 in 100 µl 10%ige essigsaure wässrige Lösung in 
einen 2 ml Sarstedt-Gefäß pipettiert. Die Lösung wurde bis zur Trockne 
gefriergetrocknet. Zur Durchführung der Templat-geteuerten Reaktion wurden 160 µl 
(1 nm ANTI-FLAG Antikörper, 12.5 mol%) der Antikörpervorratslösung (pH 7.4) zu 
den Peptiden gegeben und sorgfältig vermengt und anschließend sofort abzentrifugiert. 
Je nach gewünschter Reaktionstemperatur wurden die verschlossenen Sarstedt-Gefäße 
in einen 37 °C oder 22 °C (r.t.) temperierten Probenschüttler überführt. War die 
Ligationsreaktion nicht Templat-gesteuert, wurden 160 µl Reaktionspuffer 
(10 mM NaH2PO4, 150 mM NaCl, 50% Glycerin, 2 mM TCEP bei pH 7.4) hinzugefügt. 
Aliquote von 20 µl wurden entnommen und in ein mit einem Glas-Einlass bestückten 
HPLC-Vial überführt. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von 10 µl TFA bei den 
ausgewählten Zeiten unterbrochen. Darauf wurde die Reaktionsmischung durch die 
Injektion von 1 µl in das UPLC-MS-System untersucht. 
6.6.5.2 fluorogene Ligationsreaktion mit Antikörpern als 
Templatmolekül 
Die fluorogenen Ligationen mit einer Peptidkonzentration wurden in schwarzen 
Fluoreszenzküvetten (QS 10.00 mm) durchgeführt. Als wässriger Reaktions-Puffer 
wurde 10 mM NaH2PO4, 150 mM NaCl, 8% Glycerin, 2 mM TCEP bei pH 7.4 
verwendet. In ein 2 ml Sarstedt-Gefäß wurden 1 nmol des benötigten Thioesters und 
1 nmol des benötigten Cysteinylpeptids in 840 µl 10 mM NaH2PO4, 150 mM NaCl, 
2.4 mM TCEP bei pH 7.4 gelöst. Zu dieser Lösung wurden 160 µl der ANTI-FLAG 
Antikörper Vorratslösung hinzugefügt. Die Lösung wurde sorgfältig durchmischt um 
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die Schlieren vom Glycerin aufzulösen. Schnell wurde die Reaktionslösung in 1 ml 
schwarze Fluoreszenzküvetten überführt und bei Raumtemperatur in den Küvettenhalter 
des Fluoreszenzspektrometers gegeben und mit einer Kappe verschlossen. Bei der nicht 
Templat-gesteuerten fluorogenen nativen chemischen Peptidverknüpfung wurden 
1 nmol des benötigten Thioesters und 1 nmol des benötigten Cysteinylpeptids in 1 ml 
10 mM NaH2PO4, 150 mM NaCl, 8% Glycerin, 2 mM TCEP bei pH 7.4 gelöst und in 
schwarze 1 ml Fluoreszenzküvetten überführt und mit einer Kappe verschlossen. 
6.6.5.3 Stabilität des ANTI-FLAG Antikörpers gegenüber TCEP 
 
Abbildung 75: Bahn 1: ANTI-FLAG Antikörper in Vorratslösung (Zeitpunkt 0 h); Bahn 2: ANTI-FLAG 
Antikörper in Ligationspuffer (2.4 mM TCEP, Zeitpunkt: 0 h). Bahn 3: ANTI-FLAG Antikörper in 
Ligationspuffer (ohne TCEP, Zeitpunkt: 0 h). Bahn 4: ANTI-FLAG Antikörper in Vorratslösung 
(Zeitpunkt: 0 h). Bahn 5: ANTI-FLAG Antikörper in Ligationspuffer (2.4 mM TCEP, Zeitpunkt: 3 h). 
Bahn 6: ANTI-FLAG Antikörper in Ligationspuffer (ohne TCEP, Zeitpunkt: 3 h). 
Sowohl zu Beginn der Reaktion (0h), als auch nach 3 h konnten keine Fragmente des 







6.7 Chemische Synthese 
6.7.1 Verbindung 112: 
 
3 g (9.55 mmol, 1 Äq.) N-ethyl-N-(2-hydroxyethyl)-4-(4-nitrophenylazo)anilin, 
3.7 g (10.5 mmol, 1.1 Äq) S-Trityl-3-Mercaptopropionsäure, 134 mg 
(1.1 mmol, 0.1 Äq) 4-(Dimethylamino)-pyridin wurden in 50 ml Dimethylformamid 
unter ständigen Rühren gelöst. Die Lösung wurde 15 min auf Eis gekühlt und 
anschließend mit 3.02 g (15.8 mmol, 1.5 Äq) 1-(3-Dimethylaminopropyl)-3-
ethylcarbodiimid Hydrochlorid versetzt. Nach weiteren 15 min Rühren auf Eis wurde 
die Lösung 16 h bei Raumtemperatur gerührt. Die erhaltende Reaktionslösung wurde 
unter verminderten Druck vom Lösungsmittel befreit und direkt 
säulenchromatographisch aufgereinigt (SiO2, Dichlormethan). Es wurden 5.60 g 
(8.69 mmol, 89%) Produkt als roter, schaumiger Feststoff isoliert. 1H-NMR 
(500 MHz, DMSO-d6) δ [ppm] = 8.33 (d, J = 9.1 Hz, 2H), 7.90 (d, J = 9.1 Hz, 1H), 
7.80 (d, J = 9.2 Hz, 1H), 7.36 – 7.16 (m, 15H), 6.84 (d, J = 9.3 Hz, 2H), 4.20 (t, J = 5.3 
Hz, 2H), 3.65 (t, J = 5.0 Hz, 2H), 3.45 (q, J = 6.7 Hz, 2H), 2.30 (t, J = 6.7 Hz, 2H), 2.18 
(t, J = 6.6 Hz, 2H), 1.10 (t, J = 6.9 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 171.13 (Cq), 
156.15 (Cq), 151.52 (Cq), 146.82 (Cq), 144.24 (Cq), 142.83 (Cq), 129.04 (CH), 128.01 
(CH), 126.04 (CH), 124.92 (CH), 122.46 (CH), 111.58 (CH), 66.24 (CH2), 61.65 (CH2), 




6.7.2 Verbindung HSQ: 
 
5.48 g (8.5 mmol) S-Trityl-3-Mercaptopropionsäure N-Ethyl-N-(2-hydroxyethyl)-4-(4-
nitrophenylazo)anilin und 3.5 ml Triisopropylsilan wurden in 40 ml Dichlormethan 
gelöst und mit 10 ml Trifluoressigsäure versetzt und 60 min bei Raumtemperatur 
gerührt. Das Reaktionsgemisch wurde bis zur Trockne eingeengt und 
säulenchromatographisch aufgereinigt (SiO2, Dichlormethan/Methanol 100:0 → 97:3) 
aufgereinigt. Die vereinigten Fraktionen wurden unter verminderten Druck vom 
Lösungsmittel befreit und in 200 ml Dichlormethan aufgenommen um dreimal mit 
50 ml gesättigter NaHCO3, aq , zweimal mit Wasser und einmal mit gesättigter NaClaq 
gewaschen zu werden. Die organische Phase wurde über MgSO4 getrocknet eingeengt 
und am Hochvakuum von Lösungsmittelresten befreit. Es wurden 3.4 g (8.5 mmol, 
99%) eines roten Feststoffs erhalten. 1H-NMR (500 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 8.34-8.31 
(m, 2H), 7.95-7.92 (m, 4H), 6.87-6.84 (m, 2H), 
4.37 (m, 2H), 3.75 (m, 2H), 3.58 (m, 2H), 2.76 (m, 2H), 2.67 (m, 2H), 1.64 (t, 1H), 1.29
 (m, 3H).13C-NMR (75 MHz,CDCl3) [ppm] = 171.54 (Cq) 155.88 (Cq), 
151.77(Cq), 147.34 (Cq), 143.45 (Cq), 126.95 (CH), 124.75 (CH), 122.39 (CH), 111.94 













1 g (2.13 mmol) Nα-(tert-Butoxycarbonyl)-Nε-(Fluorenylmethoxycarbonyl)-L-lysine 
wurden in 10 ml Dimethylformamid/Piperidin 1:4 gelöst und 60 min bei 
Raumtemperatur gerührt. Das Reaktionsgemisch wurde unter verminderten Druck und 
anschließend am Hochvakuum vom Lösungsmittel befreit und in 50 ml Wasser 
aufgenommen und dreimal mit Dichlormethan extrahiert. Die wässrige Phase wurde in 
flüssigen Stickstoff eingefroren und anschließend gefriergetrocknet. Es konnten 498 mg 
(2.03 mmol, 95%) eins weißen Feststoffs isoliert werden. 1H NMR (300 MHz, D2O) 
δ [ppm] = 3.87 – 3.83 (m, 1H), 2.96 (t, J = 7.5 Hz, 2H), 1.74 – 1.57 (m, 4H), 1.40 (s, 
11H). 13C NMR (75 MHz, D2O) δ = 179.51 (Cq), 157.42 (Cq), 80.77 (Cq), 55.68 (CH), 












1 g (4.06 mmol) Nα-(tert-Butoxycarbonyl)-L-Lysin, 10 mg (0.04 mmol) CuSO4.5H2O, 
0.744 mg K2CO3 wurden in 20 ml Methanol gelöst.  Anschließend wurden 1.02 g 
(4.9 mmol) Imidazole-1-sulfonyl Azide Hydrochloride303 portionsweise hinzugegeben 
und 16 h lang gerührt. Die Reaktionslösung wurde unter verminderten Druck 
aufkonzentriert und in 60 ml Wasser aufgenommen und mit konzentrierter HClaq 
angesäuert (bis pH 3) und anschließend dreimal mit Essigsäureethylester extrahiert. Die 
vereinigten organischen Phasen wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und unter 
verminderten Duck vom Lösungsmittel befreit. Es konnten 917 mg (3.36 mmol, 83%) 
eines zähflüssigen Gels isoliert werden. 1HNMR (300 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 10.36 (b, 
1H) 4.36 – 4.29 (m, 1H), 3.30 (t, J = 6.7 Hz, 1H), 1.90 – 1.70 (m, 1H), 1.67 – 1.57 (m, 
3H), 1.44 (s, 11H). 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ = 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ 
176.95 (Cq), 155.65 (Cq), 80.37 (Cq), 56.86 (CH), 51.12 (CH2), 31.96 (CH2), 28.40 





















1g (3.67 mmol, Äq) 120, 1.63 g (4 mmol, 1.1 Äq) HSQ und 45 mg (0.37 mmol, 0.1 Äq) 
wurden in 35 ml Dimethylformamid unter ständigen Rühren gelöst. Die Lösung wurde 
15 min auf Eis gekühlt und anschließend mit 3.02 g (15.8 mmol, 1.5 Äq) 1-(3-
Dimethylaminopropyl)-3-ethylcarbodiimid Hydrochlorid versetzt. Nach weiteren 
15 min Rühren auf Eis wurde die Lösung 16 h bei Raumtemperatur gerührt. Die 
erhaltende Reaktionslösung wurde unter verminderten Druck vom Lösungsmittel befreit 
und direkt säulenchromatographisch aufgereinigt (SiO2, Dichlormethan/Methanol 
100:0 → 97:3). Es wurden 1.84 g (2.93 mmol, 80 %) eines tiefroten Feststoffs isoliert. 
1HNMR (300 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 8.33 (d, J = 9.0 Hz, 2H), 7.94 (d, J = 8.9 Hz, 2H)
, 7.92 (d, J = 9.0 Hz, 2H), 6.81 (d, J = 9.2 Hz, 2H), 4.33 (t, J = 6.2 Hz, 3H), 3.71 (t, J = 
6.2 Hz, 2H), 3.71 (t, J = 6.2 Hz, 2H), 3.55 (q, J = 7.0 Hz, 2H), 3.27 (t, J = 6.6 Hz, 2H), 
3.11 (t, J = 6.9 Hz, 2H), 2.64 (t, J = 6.9 Hz, 2H), 1.80 – 1.32 (m, 15H), 1.27 (t, J = 7.0 
Hz, 3H). 13C-NMR (75 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 201.10 (Cq), 171.48 (Cq), 156.64 (Cq), 
155.18 (Cq), 151.25 (Cq), 147.43 (Cq), 143.80 (Cq), 126.35 (CH), 124.69 (CH), 
122.65 (CH), 111.49 (CH), 80.51 (Cq), 61.65 (CH2), 60.29 (CH), 51.05 (CH2), 48.68 
(CH2), 45.70 (CH2), 34.13 (CH2), 32.18 (CH2), 28.36 (CH2), 28.31(CH3), 23.70 (CH2), 




6.7.6 Verbindung 122: 
 
1 g 121 (1.76 mmol) wurden in 50 ml CH2Cl2 gelöst und anschließend 15 min auf Eis 
gekühlt. Anschließend wurden 15 ml 4M HCl in Dioxan hinzugefügt. Anschließend 
wurde die Lösung 30 min bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktionslösung wurde 
unter verminderten Druck von Lösungsmittelresten befreit. Anschließend wurde das 
Hydrochloridsalz von 122 in 200 ml CH2Cl2 aufgenommen und dreimal mit gesättigter 
NaHCO3-Lösung gewaschen. Die vereinigten organischen Phasen wurden über MgSO4 
getrocknet, filtriert und unter verminderten Duck vom Lösungsmittel befreit. Es wurden 
985 mg (1.74 mmol, 99% Ausbeute) eines tiefroten Feststoffes erhalten. 
1HNMR (300 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 8.13 (d, J = 9.2 Hz, 2H), 8.02 (d, J = 8.9 Hz, 
2H), 7.89 (d, J = 9.2 Hz, 2H), 6.98 (d, J = 9.1 Hz, 2H), 4.24 (s, 2H), 3.94 (t, J = 6.2 Hz, 
1H), 3.81 (s, 2H), 3.65 – 3.54 (m, 4H), 3.19 – 3.09 (m, 2H), 3.08 – 2.98 (m, 2H), 2.52 
(t, J = 6.8 Hz, 2H), 1.92 – 1.66 (m, 2H), 1.51 – 1.25 (m, 4H), 1.18 (t, J = 6.9 Hz, 2H). 
13C-NMR (75 MHz, CDCl3) δ = 196.05 (Cq), 171.45 (Cq), 146.91 (Cq), 125.40 (CH), 
120.64 (CH), 115.81 (CH), 67.27(CH2), 61.83 (CH2), 59.24 (CH), 51.04 (CH2), 50.21 
























650 mg (1.7 mmol, 1 Äq.) 5/6-Carboxyfluorescein, 898 g (1.7 mmol, 1.1 Äq) 122, 884 
mg (1.7 mmol, 1 Äq) PyBOP und 1184 µl (1.7 mmol, 4 Äq) wurden in 20 ml 
Dimethylformamid unter ständigen Rühren gelöst. Die Lösung wurde 16 h bei 
Raumtemperatur gerührt. Die erhaltende Reaktionslösung wurde unter verminderten 
Druck vom Lösungsmittel befreit und direkt säulenchromatographisch aufgereinigt 
(SiO2, Dichlormethan/Methanol 100:0 → 97:3). Es wurden 1.24 g (1.40 mmol, 70%) 
Produkt als roter Feststoff isoliert. 1HNMR (300 MHz, DMSO-d6) [ppm] = 10.17 
(broad, 1H), 8.59 + 7.74 (s, 1H), 8.34 (dd, J = 9.1, 2.6 Hz, 2H), 8.29 + 8.23 (dd, J = 8.1, 
1.5 Hz, 1H), 8.14 + 7.42 (d, J = 8.0 Hz, 1H), 7.91 (dd, J = 9.0, 2.9 Hz, 2H), 7.81 (d, J = 
9.1 Hz, 1H), 6.88 (m, 2H), 6.88 (d, J = 9.3 Hz, 2H), 6.65 – 6.46 (m, 4H), 4.70 – 4.42 
(m, 1H), 4.33 – 4.10 (m, 2H), 3.79 – 3.60 (m, 2H), 3.55 – 3.46 (m, 2H), 3.36 – 3.20 (m, 
2H), 3.07 – 2.90 (m, 2H), 2.66 – 2.54 (m, 2H), 1.97 – 1.63 (m, 2H), 1.62 – 1.27 (m, 
4H), 1.11 (dt, J = 14.4, 7.1 Hz, 2H). 13C NMR (75 MHz, DMSO-d6) δ 201.00 (Cq), 
171.17 (Cq), 168.15 (Cq), 165.50 (Cq), 159.84 (Cq), 156.19 (Cq), 155.04 (Cq), 151.91 
(Cq), 151.55 (Cq), 146.90 (Cq), 142.86 (Cq), 139.63 (Cq), 135.27 (Cq), 132.15 (Cq), 
129.32 (CH), 128.92 (CH), 128.22 (CH), 126.08 (CH), 125.33 (CH), 124.96 (CH), 
124.54 (CH), 123.76 (CH), 122.82 (CH), 122.51 (CH), 112.81 (CH), 111.66 (CH), 
109.14 (Cq), 109.02 (Cq), 102.34 (CH), 61.74 (CH2), 59.94 (CH), 50.48 (CH2), 48.20 






6.8 Zusätzliche Ligationsreaktion aus Abschnitt 4.5.1 
6.8.1 129a+131a 
 
Abbildung 76: A) Native chemische Peptidverknüpfung von 129a und 131a bei einer 
Peptidkonzentration von 1 mM zum Reaktionsprodukt LP(129a131a). B) Chromatogramm der genannten 
Reaktion zum Zeitpunkt von 0 min C) und 180 min. Gesuchte Masse von LP(129a131a): gesuchte 




Abbildung 77: A) Native chemische Peptidverknüpfung von 129b und 131a bei einer 
Peptidkonzentration von 1 mM zum Reaktionsprodukt LP(129b131a). B) Chromatogramm der 
genannten Reaktion zum Zeitpunkt von 0 min C) und 180 min. Gesuchte Masse von LP(129b131a): 








Abbildung 78: A) Native chemische Peptidverknüpfung von 129c und 131a bei einer 
Peptidkonzentration von 1 mM zum Reaktionsprodukt LP(129c131a). B) Chromatogramm der genannten 
Reaktion zum Zeitpunkt von 0 min C) und 180 min. Gesuchte Masse von LP(129c131a): gesuchte 




Abbildung 79: A) Native chemische Peptidverknüpfung von 129d und 131a bei einer 
Peptidkonzentration von 1 mM zum Reaktionsprodukt LP(129d131a). B) Chromatogramm der 
genannten Reaktion zum Zeitpunkt von 0 min C) und 180 min. Gesuchte Masse von LP(129d131a): 






Abbildung 80: A) Native chemische Peptidverknüpfung von 129a und 131b bei einer 
Peptidkonzentration von 1 mM zum Reaktionsprodukt LP(129a131b). B) Chromatogramm der 
genannten Reaktion zum Zeitpunkt von 0 min C) und 180 min. Gesuchte Masse von LP129a131b: 




Abbildung 81: A) Native chemische Peptidverknüpfung von 129b und 131b bei einer 
Peptidkonzentration von 1 mM zum Reaktionsprodukt LP(129b131b). B) Chromatogramm der 
genannten Reaktion zum Zeitpunkt von 0 min C) und 180 min. Gesuchte Masse von LP(129b131b): 








Abbildung 82: A) Native chemische Peptidverknüpfung von 129c und 131b bei einer 
Peptidkonzentration von 1 mM zum Reaktionsprodukt LP(129c131b). B) Chromatogramm der genannten 
Reaktion zum Zeitpunkt von 0 min C) und 180 min. Gesuchte Masse von LP(129c131b): gesuchte 
Masse: 4724,53. Gefundene Masse: 4724,21 durch [M+4H]4+ = 1182,06. 
6.8.8 129d+131b 
 
Abbildung 83: A) Native chemische Peptidverknüpfung von 129d und 131b bei einer 
Peptidkonzentration von 1 mM zum Reaktionsprodukt LP(129d131b). B) Chromatogramm der 
genannten Reaktion zum Zeitpunkt von 0 min C) und 180 min. Gesuchte Masse von LP(129d131b): 




6.9 Charakterisierung der Peptide 
6.9.1 Peptide aus Abschnitt 4.1 
6.9.1.1 Peptid 87 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3.25 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 810 nmol (25%).  
 
Abbildung 84: A) UPLC: tR = 1.57 min (3% B → 90% B in 2 min). B) MALDI-TOF-MS: 






6.9.1.2 Peptid 99 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zu 17Lys durchgeführt. 
Anschließend wurde 93·BH3 manuell auf 17Lys gekuppelt. (4 Äq 93·BH3, 4 Äq 
PyBOP, 4 Äq Oxyma, 4 Äq DIEA unter Argon in DMF/CH2Cl2 (1:1) bei 
Raumtemperatur.) 9.4 µM wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. 
Ausbeute: 1.7 µmol (18%).  
 
 
Abbildung 85: A) HPLC: tR = 17.4  min (3% B → 90% B in 20 min). B) ESI-MS: 2241.0 Da, m/z: 
[M+6H]6+: 374.6; [M+5H]5+: 449.4; [M+4H]4+: 561.2; [M+3H]3+: 747.8; [M+2H]2+: 1121.0; 




6.9.1.3 Peptid 88 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 




Abbildung 86: A) UPLC: tR = 2.82 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 1892.1 Da, m/z: 
[M+5H]5+: 379,5; [M+4H]4+: 474.1; [M+3H]3+: 631.7; [M+2H]2+: 947.1 [M+H] +: 1892.3; 






6.9.2 Peptide aus Abschnitt 4.2 und 4.3 
6.9.2.1 Peptid 106 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 10 µmol Maßstab auf einem 
Mercaptopropionsäure beladenes MBHA Harz (21.7 mg, 0.46 mmol/mg) mit Hilfe der 
manuellen Festphasenpeptidsynthese nach Boc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 
3 µM wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 2.01 µmol 
(67%).  
 
Abbildung 87: A) UPLC: tR = 1.25 min (3% B → 90% B in 2 min). B) MALDI-TOF-MS: m/z = 2041.60 




6.9.2.2 Peptid 109 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem Fmoc-
Lys(Alloc)-OH vorbeladenes 4-Sulfamylbutyryl-(PhiPr)glutamyl-Glycin-Polystyrol 
beladenes MBHA Harz (21.7 mg, 0.46 mmol/mg) mit Hilfe der selbstreinigenden  
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Die Verlängerung der 
Peptidsequenz erfolgte am Peptidsynthesizer. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit Hilfe 
der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 1.71 µmol (57%).  
 
Abbildung 88: A) UPLC: tR = 2.89 min (3% B → 90% B in 4 min). B) MALDI-TOF-MS: m/z=2637.6 






6.9.2.3 Peptid 107 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 2.1 µmol (70%).  
 
Abbildung 89: A) UPLC: tR = 1.50 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 1869.82 Da, m/z: 
[M+4H]4+: 468.63; [M+3H]3+: 624.20; [M+2H]2+: 935.67 (C85H157N23O21S1, 1869.36 Da, 




6.9.3 Peptide aus Abschnitt 4.4 
6.9.3.1 Peptid JunCTCys 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Dabei wurde das Harz 
mit Fmoc-Lys(Mmt)-OH vorbeladen. Die Mmt-Schutzgruppe wurde mit 1% TFA in 
CH2Cl2 entschützt. Das mit CH2Cl2 gewaschene Harz wurde nach den Bedingungen in 
Abschnitt 6.2.1 mit Fmoc-Cys(MeBzl)-OH behandelt. Die Verlängerung des Peptids 
erfolgte nun nach den Bedingungen in Abschnitt 6.3. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit 






Abbildung 90: A) UPLC: tR = 1.25 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 6950 Da, m/z: 
[M+11H]11+: 633.13; [M+10H]10+: 695.7; [M+9H]9+: 772.9, [M+8H]8+: 869.5,  [M+7H]7+: 994.5, 
[M+6H]6+: 1159,6 (C292H529N105O82S4, 6946 Da, berechnet). Bei den zusätzlichen Peaks handelt es sich 





6.9.3.2 Peptid FosCTCys 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Dabei wurde das Harz 
mit Fmoc-Lys(Mmt)-OH vorbeladen. Die Mmt-Schutzgruppe wurde mit 1% TFA in 
CH2Cl2 entschützt. Das mit CH2Cl2 gewaschene Harz wurde nach den Bedingungen in 
Abschnitt 6.2.1 mit Fmoc-Cys(MeBzl)-OH behandelt. Die Verlängerung des Peptids 
erfolgte nun nach den Bedingungen in Abschnitt 6.3. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit 







Abbildung 91 A) UPLC: tR = 1.29 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 6828 Da, m/z: 
[M+12H]12+: 570.09; [M+11H]11+: 621,78; [M+10H]10+: 683,8, [M+9H]9+: 760.6,  [M+8H]8+: 854,4., 
[M+7H]7+: 976,2  (C283H501N99O90S3, 6822 Da, berechnet). Bei den zusätzlichen Peaks handelt es sich um 





6.9.3.3 Peptid JunCTTE 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Die Synthese wurde nach 
Abschnitt 6.5 modifiziert. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit Hilfe der präparativen 







Abbildung 92: A) UPLC: tR = 1.75 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 7915 Da, m/z: 
[M+12H]12+: 660.8; [M+11H]11+: 721; [M+10H]10+: 793.0, [M+9H]9+: 880.4,  [M+8H]8+: 990,5., 
[M+7H]7+: 1131.7  (C343H575N113O94S4, 7909 Da, berechnet). Bei den zusätzlichen Peaks handelt es sich 





6.9.3.4 Peptid FosCTTE 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Die Synthese wurde nach 
Abschnitt 6.5 modifiziert. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit Hilfe der präparativen 







Abbildung 93: A) UPLC: tR = 2.70 min (3% B → 90% B in 6 min). B) ESI-MS: 7792 Da, m/z: 
[M+12H]12+: 650.3; [M+11H]11+: 709.3; [M+10H]10+: 780.8, [M+9H]9+: 867.1,  [M+8H]8+: 975.1., 
[M+7H]7+: 1114.1  (C334H547N107O102S3, 7785 Da, berechnet). Bei den zusätzlichen Peaks handelt es sich 




6.9.4 Peptide aus Abschnitt 4.5 
6.9.4.1 Peptid 124 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 10 µmol Maßstab auf einem 
Mercaptopropionsäure beladenes MBHA Harz (21.7 mg, 0.46 mmol/mg) mit Hilfe der 
manuellen Festphasenpeptidsynthese nach Boc-Protokoll durchgeführt (modifiziert 
nach Abbildung 62). Aliquote von ~ 3 µM wurden mit Hilfe der präparativen HPLC 
aufgereinigt. Ausbeute: 0.63 µmol (21%).  
 
 
Abbildung 94: A) UPLC: tR = 1.57 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 1300.4 Da, m/z: 






6.9.4.2 Peptid 125 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 1.25 µmol (25%).  
 
 
Abbildung 95: UPLC: tR = 1.42 min (3% B → 90% B in 4 min). ESI-MS: 1171.9 Da, m/z: 




6.9.4.3 Peptid 126 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Dabei wurde das Harz 
mit Fmoc-Lys(Mmt)-OH vorbeladen. Die Mmt-Schutzgruppe wurde mit 1% TFA in 
CH2Cl2 entschützt. Das mit CH2Cl2 gewaschene Harz wurde nach den Bedingungen in 
Abschnitt 6.2.1 mit Fmoc-Cys(MeBzl)-OH behandelt. Die Verlängerung des Peptids 
erfolgte nun nach den Bedingungen in Abschnitt 6.3. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit 
Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 0.95 µmol (19%).  
 
 
Abbildung 96: A) UPLC: tR = 1.52 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 1270.9 Da, m/z: 






6.9.4.4 Peptid 131a 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 1.59 µmol (53%).  
 
 
Abbildung 97: A) UPLC: tR = 1.13 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 1682.57 Da, m/z: 
[M+4H]4+: 421.69; [M+3H]3+: 561.87; [M+2H]2+: 842.42 (C68H106N20O28S, 1682.72 Da, calcd: [M+4H]4+: 




6.9.4.5 Peptid 131b 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 1.14 µmol (38%).  
 
 
Abbildung 98: A) UPLC: tR = 1.25 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 1966.69 Da, m/z: 
[M+5H]5+: 394.38; [M+4H]4+: 492.69; [M+3H]3+: 656.58; [M+2H]2+: 984.27 (C80H126N24O32S, 






6.9.4.6 Peptid 132 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 1.89 µmol (63%).  
 
 
Abbildung 99: A) UPLC: tR = 1.15 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 1718.65 Da, m/z: 
[M+4H]4+: 430.39; [M+3H]3+: 573.61; [M+2H]2+: 859.79 (C65H99N21O32S1, 1718.66 Da, calcd: 




6.9.4.7 Peptid 129a 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zum letzten β-Alain durchgeführt. 
Anschließend wurde das Harz in fünf Teile aufgeteilt und 16 h mit 5 Äq 123 (0.025 M) 
und 5 Äq DIPEA in einer gesättigten CuI-Lösung behandelt. Die Abspaltung erfolge 
wie in 6.2.1. Nach der päparativen HPLC-Aufreinigung wurden 3.5 µmol 129a 
(Ausbeute 70%) erhalten. 
 
Abbildung 100: A) UPLC: tR = 1.83 min (3% B → 90% B in 2 min). B) ESI-MS: 2590.39 Da, m/z: 
[M+5H]5+: 519.08; [M+4H]4+: 648.64; [M+3H]3+: 864.40 (C116H151N29O38S, 2590.05 Da, calcd: 






6.9.4.8 Peptid 129b 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zum letzten β-Alain durchgeführt. 
Propargylglycin wurde nach den Bedingungen in 6.2.1 gekuppelt. Anschließend wurde 
das Harz in fünf Teile aufgeteilt und 16 h mit 5 Äq 123 (0.025 M) und 5 Äq DIPEA in 
einer gesättigten CuI-Lösung behandelt. Die Abspaltung erfolge wie in 6.2.1. Nach der 
päparativen HPLC-Aufreinigung wurden 3.25 µmol 129a (Ausbeute 65%) erhalten. 
 
 
Abbildung 101: A) UPLC: tR = 1.85 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 2876.05 Da, m/z: 
[M+6H]6+: 480.42; [M+5H]5+: 576.22; [M+4H]4+: 720.06; [M+3H]3+: 959.49 (C128H171N33O42S, 




6.9.4.9 Peptid 129c 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zum letzten β-Alain durchgeführt. 
Propargylglycin wurde nach den Bedingungen in 6.2.1 gekuppelt. Anschließend wurde 
das Harz in fünf Teile aufgeteilt und 16 h mit 5 Äq 123 (0.025 M) und 5 Äq DIPEA in 
einer gesättigten CuI-Lösung behandelt. Die Abspaltung erfolge wie in 6.2.1. Nach der 
päparativen HPLC-Aufreinigung wurden 2.95 µmol 129a (Ausbeute 59%) erhalten. 
 
 
Abbildung 102: A) UPLC: tR = 1.84 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 3159.64 Da, m/z: 
[M+6H]6+: 527.67; [M+5H]5+: 632.96; [M+4H]4+: 790.98; [M+3H]3+: 1053.99 (C140H191N37O46S, 






6.9.4.10  Peptid 129d 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zum letzten β-Alain durchgeführt. 
Propargylglycin wurde nach den Bedingungen in 6.2.1 gekuppelt. Anschließend wurde 
das Harz in fünf Teile aufgeteilt und 16 h mit 5 Äq 123 (0.025 M) und 5 Äq DIPEA in 
einer gesättigten CuI-Lösung behandelt. Die Abspaltung erfolge wie in 6.2.1. Nach der 
päparativen HPLC-Aufreinigung wurden 1.95 µmol 129a (Ausbeute 39%) erhalten. 
 
 
Abbildung 103: A) UPLC: tR = 1.81 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 3730.02 Da, m/z: 
[M+7H]7+: 533.87; [M+6H]6+: 622.77; [M+5H]5+: 747.13; [M+4H]4+: 933.22 (C164H231N45O54S, 





6.9.4.11 Peptid 130a 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zum letzten Glycin durchgeführt. 
Propargylglycin wurde nach den Bedingungen in 6.2.1 gekuppelt. Anschließend wurde 
das Harz in fünf Teile aufgeteilt und 16 h mit 5 Äq 123 (0.025 M) und 5 Äq DIPEA in 
einer gesättigten CuI-Lösung behandelt. Die Abspaltung erfolge wie in 6.2.1. Nach der 
päparativen HPLC-Aufreinigung wurden 3.95 µmol 129a (Ausbeute 79%) erhalten. 
 
Abbildung 104: A) UPLC: tR = 1.82 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 2739.71 Da, m/z: 
[M+5H]5+: 548.95; [M+4H]4+: 685.70; [M+3H]3+: 913.34 (C117H150N32O44S, 2739.02 Da, calcd: 






6.9.4.12  Peptid 130b 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zum letzten Glycin durchgeführt. 
Propargylglycin wurde nach den Bedingungen in 6.2.1 gekuppelt. Anschließend wurde 
das Harz in fünf Teile aufgeteilt und 16 h mit 5 Äq 123 (0.025 M) und 5 Äq DIPEA in 
einer gesättigten CuI-Lösung behandelt. Die Abspaltung erfolge wie in 6.2.1. Nach der 
päparativen HPLC-Aufreinigung wurden 3.4 µmol 129a (Ausbeute 68%) erhalten. 
 
Abbildung 105: A) UPLC: tR = 1.81 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 3140.94 Da, m/z: 
[M+5H]5+: 629.26; [M+4H]4+: 786.79; [M+3H]3+: 1047.15 (C131H172N38O52S, 3141.17 Da, calcd: 




6.9.4.13  Peptid 130c 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zum letzten Glycin durchgeführt. 
Propargylglycin wurde nach den Bedingungen in 6.2.1 gekuppelt. Anschließend wurde 
das Harz in fünf Teile aufgeteilt und 16 h mit 5 Äq 123 (0.025 M) und 5 Äq DIPEA in 
einer gesättigten CuI-Lösung behandelt. Die Abspaltung erfolge wie in 6.2.1. Nach der 
päparativen HPLC-Aufreinigung wurden 3 µmol 129a (Ausbeute 60%) erhalten. 
 
 
Abbildung 106: A) UPLC: tR = 1.81 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 3541.60 Da, m/z: 
[M+6H]6+: 591.31; [M+5H]5+: 709.28; [M+4H]4+: 886.48; [M+3H]3+: 1181.45 (C145H192N44O60S, 






6.9.4.14  Peptid 130d 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll bis zum letzten Glycin durchgeführt. 
Propargylglycin wurde nach den Bedingungen in 6.2.1 gekuppelt. Anschließend wurde 
das Harz in fünf Teile aufgeteilt und 16 h mit 5 Äq 123 (0.025 M) und 5 Äq DIPEA in 
einer gesättigten CuI-Lösung behandelt. Die Abspaltung erfolge wie in 6.2.1. Nach der 
päparativen HPLC-Aufreinigung wurden 2.15 µmol 129a (Ausbeute 43%) erhalten. 
 
Abbildung 107: A) UPLC: tR = 1.81 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 4145.86 Da, m/z: 
[M+6H]6+: 692.20; [M+5H]5+: 830.14; [M+4H]4+: 1037.20 (C166H225N53O72S, 4144.53 Da, calcd: 




6.9.5 Peptide aus Abschnitt 4.6 
6.9.5.1 Peptid 134a 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem Fmoc-
Lys(Alloc)-OH vorbeladenes 4-Sulfamylbutyryl-(PhiPr)glutamyl-Glycin-Polystyrol 
beladenes MBHA Harz (35.7 mg, 0.7 mmol/mg) mit Hilfe der selbstreinigenden  
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Die Verlängerung der 
Peptidsequenz erfolgte am Peptidsynthesizer. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit Hilfe 
der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 930 nmol (31%).  
 
Abbildung 108: UPLC: tR = 1.86 min (3% B → 90% B in 4 min). ESI-MS: 3150.79 Da, m/z: [M+6H]6+ : 
526.10; [M+5H]5+: 631.27; [M+4H]4+: 788.59; [M+3H]3+: 1051.28 (C151H233N33O38S1, 3150.73 Da, 






6.9.5.2  Peptid 134b 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem Fmoc-
Lys(Alloc)-OH vorbeladenes 4-Sulfamylbutyryl-(PhiPr)glutamyl-Glycin-Polystyrol 
beladenes MBHA Harz (35.7 mg, 0.7 mmol/mg) mit Hilfe der selbstreinigenden  
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Die Verlängerung der 
Peptidsequenz erfolgte am Peptidsynthesizer. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit Hilfe 
der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 879 nmol (30%).   
 
Abbildung 109: UPLC: tR = 1.81 min (3% B → 90% B in 4 min). ESI-MS: 3352.38 Da, m/z: [M+5H]5+: 
671.55; [M+4H]4+: 839.07; [M+3H]3+: 1118.37 (C158H244N36O42S1, 3351.91 Da, berechnet: [M+5H]5+: 




6.9.5.3  Peptid 134c 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem Fmoc-
Lys(Alloc)-OH vorbeladenes 4-Sulfamylbutyryl-(PhiPr)glutamyl-Glycin-Polystyrol 
beladenes MBHA Harz (35.7 mg, 0.7 mmol/mg) mit Hilfe der selbstreinigenden  
Festphasenpeptidsynthese nach Fmoc-Protokoll durchgeführt. Die Verlängerung der 
Peptidsequenz erfolgte am Peptidsynthesizer. Aliquote von ~ 3 µM wurden mit Hilfe 
der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 807 nmol (27%). 
 
Abbildung 110: UPLC: tR = 1.82 min (3% B → 90% B in 4 min). ESI-MS: 3553.51 Da, m/z: [M+6H]6+: 
593.08; [M+5H]5+: 711.93; [M+4H]4+: 889.44; [M+3H]3+: 1185.38 (C165H255N39O46S1, 3553.09 Da, 






6.9.5.4  Peptid 133a 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 330 nmol (11%). 
 
Abbildung 111: A) UPLC: tR = 2.14 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 4709.73 Da, m/z: 
[M+5H]5+: 942.98; [M+4H]4+: 1178,39 (C213H360N50O68, 4709.43 Da, berechnet: [M+5H]5+: 942.33; 
[M+4H]4+: 1177.66). 
6.9.5.5  Peptid 133b 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 447 nmol (15%). 
 
Abbildung 112: A) UPLC: tR = 1.94 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 4911,03 Da, m/z: 
[M+7H]7+: 702.62; [M+6H]6+: 819.36; [M+5H]5+: 983.30; [M+4H]4+: 1228.78 (C211H362N52O70, 4910.61 




6.9.5.6  Peptid 133c 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 320 nmol (11%). 
 
Abbildung 113: A) UPLC: tR = 1.82 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 5513.8 Da, m/z: 
[M+8H]8+: 690.33; [M+7H]7+: 788.98; [M+6H]6+: 920.01; [M+5H]5+: 1103.76 (C241H404N62O84, 5514.15 
Da, calculated: [M+8H]8+: 689.87; [M+7H]7+: 788.28; [M+6H]6+: 919.49; [M+5H]5+: 1103.19. 
6.9.5.7  Peptid 135a 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 1.49 µmol (50%). 
 
Abbildung 114: A) UPLC: tR = 1.66 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 2545.40 Da, m/z: 







6.9.5.8  Peptid 135b 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 1.36 µmol (45%). 
 
Abbildung 115: A) UPLC: tR = 1.66 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 2744.60 Da, m/z: 
[M+3H]3+: 916.42; [M+4H]4+: 687.53; [M+5H]5+: 549.92 (C124H217N33O34S1, 2744.59 Da, calculated: 
[M+3H]3+: 915.87; [M+4H]4+: 687.16; [M+5H]5+: 549.92. 
6.9.5.9  Peptid 135c 
 
Die Synthese der Peptidsequenz wurde in einem 25 µmol Maßstab auf einem TentaGEL 
R RAM Harz (131.6 mg, 0.19 mmol/mg) mit Hilfe der automatisierten 
Festphasenpeptidsynthese nach Fmc-Protokoll durchgeführt. Aliquote von ~ 3 µM 
wurden mit Hilfe der präparativen HPLC aufgereinigt. Ausbeute: 753 nmol (26%). 
 
Abbildung 116: A) UPLC: tR = 1.89 min (3% B → 90% B in 4 min). B) ESI-MS: 2947.27 Da, m/z: 
[M+3H]3+: 983.29; [M+4H]4+: 737.90; [M+5H]5+: 590.47 (C131H228N36O38S1, 2947.49 Da, berechnet: 



























Abbildung 117: 1H-NMR von 112.  
 




Abbildung 119: 1H-NMR von HSQ. 
 






Abbildung 121: 1H-NMR von Nα-(tert-Butoxycarbonyl)-L-Lysin. 
 




Abbildung 123: 1H-NMR von 120. 
 






Abbildung 125: 1H-NMR von 121. 
 




Abbildung 127: 1H-NMR von 122. 
 






Abbildung 129: 1H-NMR von 123. 
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